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Resumo 
As microalgas são conhecidas pela sua elevada capacidade fotossintética e pela produção de 
compostos de alto valor agregado. Nutrientes essenciais como nitrogênio e carbono, a 
intensidade da luz e a temperatura são responsáveis por mudanças substanciais na produção de 
biomassa e compostos de interesse. Este trabalho teve como objetivo estudar os fatores como 
concentração de nitrogênio, variação da temperatura, regime de iluminação e regime de 
operação do fotobiorreator (batelada, batelada repetida e contínuo) que afetam a formação e a 
composição da biomassa (proteínas, lipídeos, carboidratos, ácidos graxos e carotenoides) da 
microalga Heterochlorella luteoviridis e desenvolver um sistema de cultivo para a utilização 
do CO2 formado durante a fermentação alcoólica na produção de vinho. Primeiramente foram 
avaliados os efeitos da temperatura (22 °C a 32 °C) e concentrações de nitrogênio (75 mg L-1 a 
375 mg L-1 NaNO3) sobre a formação de biomassa H. luteoviridis e sua composição química. 
A concentração de nitrogênio e a temperatura influenciaram no teor de carboidratos, 
carotenoides e proteínas, contudo não afetaram o perfil qualitativo de carotenoides e ácidos 
graxos. A maior concentração de biomassa (3,35 g L-1) foi obtida com a maior concentração de 
nitrogênio testada. Mantendo-se a temperatura fixa (27 °C) realizaram-se cultivos com 
concentração de nitrogênio entre 300 mg L-1 e 750 mg L-1 NaNO3. A máxima produção de 
biomassa (5,26 g L-1) e carotenoides (2,06 mg g-1) foi obtida com concentração de nitrogênio 
de 650 mg L-1 NaNO3. As cinéticas de crescimento e consumo de nitrogênio em batelada foram 
ajustadas a modelos fenomenológicos. O modelo matemático proposto neste trabalho mostrou 
o melhor ajuste para biomassa (R2 = 0,994) e consumo de nitrogênio (R2 = 0,996). A partir deste 
modelo foram realizadas simulações de cultivo em modo de operação batelada repetida e 
contínuo com diferentes taxas de diluição e os cultivos com as maiores produtividades de 
biomassa preditas foram validados experimentalmente. As culturas em batelada repetida 
apresentaram produtividade de biomassa menor que a predita, enquanto que a contínua 
apresentou produtividade similar à predita pelo modelo (1,09 ± 0,01 g L-1 d-1). Os cultivos em 
batelada-repetida e contínuo apresentaram biomassa com maiores teores de proteínas, ácidos 
graxos poli-insaturados ômega 3 e carotenoides quando comparados à batelada. O cultivo 
contínuo foi repetido utilizando CO2 proveniente da fermentação alcoólica da produção de 
vinho como fonte de carbono, o qual apresentou comportamento similar ao cultivo com a CO2 
comercial. Por fim, avaliou-se os efeitos da intensidade e dos comprimentos de onda da luz no 
crescimento e na composição da microalga H. luteoviridis. As culturas iluminadas por LED 
brancos com intensidade máxima de 1500 µmol m-2 s-1 apresentaram maiores produtividades 
de biomassa (0,29 g L-1 d-1). Comparando culturas iluminadas por LEDs vermelhos e/ou azuis, 
os primeiros estimularam o crescimento da biomassa enquanto que os últimos estimularam a 
biossíntese de carotenoides, lipídeos e proteínas. 
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Abstract 
Microalgae are known for their high photosynthetic activity and by the production of high-value 
products. Essential nutrients, like nitrogen and carbon, light intensity, and temperature are 
responsible for substantial changes in biomass and compounds production. This work aimed to 
study the parameters as concentration of nitrogen, temperature variation, lighting regime and 
operation regime of the photobioreactor (batch, repeated-batch and continuous) that affect 
biomass production and composition (proteins, lipids, carbohydrates, fatty acids and 
carotenoids) of the microalga Heterochlorella luteoviridis, and to develop an integrated culture 
system to use the CO2 from alcoholic wine fermentation to grow the microalga. Firstly, the 
effects of temperature (22 °C to 32 °C) and nitrogen concentration (75 mg L-1 to 
375 mg L-1 NaNO3) were evaluated. Both parameters affected carbohydrates, carotenoids and 
protein contents in the biomass but did not affect the qualitative profile of carotenoids and fatty 
acids. The highest biomass concentration (3.35 g L-1) was achieved at the highest nitrogen 
concentration. New cultures were performed using nitrogen concentration between 300 mg L-1 
and 750 mg L-1 NaNO3, and keeping temperature fixed at 27 °C. The maximal biomass and 
carotenoid production, 5.26 g L-1 and 2.06 mg g-1, were achieved using 650 mg L-1 NaNO3. The 
biomass growth and nitrogen consumption were adjusted by phenomenological models. The 
model proposed in this work showed the highest adjust for biomass (R² = 0.994) and nitrogen 
(R² = 9.996) data. This model was used to simulate repeated-batch and continuous cultures 
using several dilution rates. The cultures with the highest predicted biomass productivities were 
experimentally validated. The repeated-batch cultures showed lower biomass productivities 
than the predicted one, while the continuous culture showed biomass productivity similar to the 
one predicted by the model (1.09 ± 0.01 g L-1 d-1). The biomass resultant from these cultures 
had higher contents of proteins, omega-3 polyunsaturated fatty acids and carotenoids, compared 
to the biomass from batch cultures. The continuous culture was repeated using CO2 from wine 
fermentation as a carbon source. The results were similar to the ones using commercial CO2, 
showing the feasibility of the integrated process. Finally, the effects of light intensity and 
wavelength were evaluated on the growth and composition of H. luteoviridis biomass. Cultures 
illuminated with white LEDs at maximum intensity of 1500 µmol m-2 s-1 showed the higher 
biomass productivity, 0.29 g L-1 d-1. Comparing cultures illuminated with red and/or blue LEDs, 
the former stimulated biomass growth and the latter the carotenoid, lipids and protein 
biosynthesis. 
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CAPÍTULO 1 – INTRODUÇÃO E OBJETIVOS 
As microalgas são microrganismos unicelulares, capazes de sobreviver em diferentes 
habitats aquáticos com diferentes condições de temperaturas, pH e com pouca disponibilidade 
de nutrientes (ROLEDA et al., 2013). São detentoras de grande habilidade para transformar 
energia solar em energia química por meio da fotossíntese (ZHAO; SU, 2014). Devido a essa 
habilidade, as microalgas são importantes sequestrantes de gases da atmosfera, como o dióxido 
de carbono (CO2). Algumas microalgas (chlorophytas) revelam grande capacidade de resistir a 
condições de estresse (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). Essa capacidade está 
relacionada às várias adaptações fisiológicas (RAVEN; GEIDER, 1988), incluindo alterações 
na eficiência fotoquímica do fotossistema II (FAN et al., 2012) e mudanças na taxa da divisão 
celular e na composição dos pigmentos fotossintéticos (BAR et al., 1995). 
Nas últimas quatro décadas, o interesse pelo uso de microalgas aumentou 
consideravelmente, uma vez que esses microrganismos representam uma fonte promissora na 
produção de compostos valiosos, como carotenoides e ácidos graxos poli-insaturados 
(FERNÁNDEZ et al., 2016; GONG; BASSI, 2016). Substâncias derivadas de microalgas 
podem ser usadas como aditivos alimentares (GARCÍA-CAÑEDO et al., 2016; MINHAS et 
al., 2016) e apresentam efeitos positivos sobre a saúde humana (RUSSO, 2009; 
SIMOPOULOS, 2002), por isso são de grande interesse para as indústrias alimentícia, 
nutracêutica e farmacêutica. Bioprodutos como a luteína e a zeaxantina, derivadas de 
microalgas, representam um papel importante no mercado nutracêutico, uma vez que esses 
pigmentos estão relacionados à saúde dos olhos (GONG; BASSI, 2016). A luteína também é 
utilizada como aditivo alimentar, com a função de melhorar a cor dos alimentos (LIN; LEE; 
CHANG, 2015). Devido suas amplas aplicações, a demanda de mercado da luteína nos EUA 
foi estimada em US $ 309 milhões em 2018 (RIO‐CHANONA et al., 2017). 
Os ácidos graxos poli-insaturados (ômega 3) são amplamente utilizados na 
suplementação alimentar. A ingestão desses ácidos graxos está associada à prevenção de 
doenças cardíacas e inflamatórias (CALDER, 2008; SCHACKY, 2000; SIMOPOULOS, 2002). 
Os principais ácidos graxos ômega 3 explorados pela indústria nutracêutica são o ácido 
eicosapentaenóico (EPA, C20:5n-3) e o ácido docosahexaenóico (DHA 22:6n-3) (QIAO et al., 
2016). Microalgas são conhecidas pela produção de altos teores de EPA (38% do total de ácidos 
graxos) (SCHÜLER et al., 2017). O aumento da produção de ácidos graxos poli-insaturados na 
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composição celular de microalgas pode ser promovido pela modulação de condições específicas 
de cultivo (CHEN et al., 2011b; FENG et al., 2012). 
A modelagem matemática combinada com o conhecimento dos parâmetros de cultura 
tem sido usada para entender efetivamente a manipulação de sistemas biológicos complexos e 
otimizar a produção metabólica de interesse em culturas de algas (ADESANYA et al., 2014; 
CHANG et al., 2016). A modelagem do crescimento de microrganismos tornou-se essencial 
para a expansão do processo biotecnológico de cultivo de microalgas, uma vez que um modelo 
preciso é um pré-requisito para prever o desempenho do processo e a otimização das condições 
de operação (YUN; PARK, 2003). Estudos têm demonstrado que modelos matemáticos capazes 
de predizer a dinâmica de microalgas sob diferentes condições de crescimento ajudam a 
otimizar o desempenho do processo e as condições de operação (FERNANDES et al., 2015). 
Tradicionalmente, modelagem cinética com base nos modelos Droop, Monod e logística é 
utilizada para prever-se um crescimento das microalgas em resposta ao substrato de 
concentração, como o nitrogênio (ADESANYA et al., 2014). No entanto, é o uso relativamente 
recente de modelagem matemática preditiva para otimização do cultivo de microalgas que abre 
amplo campo para a pesquisa, especialmente, no sentido de construir modelos robustos capazes 
de prever, com a maior precisão possível, a dinâmica de um sistema fotoautotrófico de produção 
contínua, a longo prazo, para o crescimento de microalgas e produção de biocompostos ao longo 
do processo (SUN et al., 2015). 
Na perspectiva de desenvolvimento sustentável, ou seja, desenvolvimento econômico 
e social sem geração de prejuízos para os recursos naturais e à biodiversidade da Terra, nota-se 
crescente demanda por tecnologias que auxiliem na redução do aquecimento global. Nesse 
sentido, pesquisas demonstram que as microalgas podem ser utilizadas para minimizar 
problemas ambientais como gases de efeito estufa e poluição das águas por excesso de matéria 
orgânica (HARUN et al., 2010; ZHAO; SU, 2014), exatamente porque uma de suas principais 
vantagens reside na remoção de carbono inorgânico durante seu crescimento. Demonstrou-se 
que, para 1 kg de biomassa de microalga produzida, são retirados da atmosfera cerca de um 
1,8 kg de CO2 (BLAIR; KOKABIAN; GUDE, 2014). Estudos mostram ser possível a utilização 
de CO2 proveniente de fermentação alcoólica da produção de etanol a partir do melaço de cana 
de açúcar na produção de biomassa de microalgas (FERREIRA et al., 2012; XU; ISOM; 
HANNA, 2010) . 
Todavia, não se encontrou na literatura consultada estudos que relatem a produção de 
biomassa a partir do cultivo da microalga Heterochlorella luteoviridis utilizando CO2 gerado 
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da fermentação alcoólica da produção de vinho. Essa lacuna motivou a realização desse estudo 
que teve como principal objetivo desenvolver um sistema de cultivo para maximizar a produção 
de biomassa e compostos de interesse da microalga Heterochlorella luteoviridis utilizando o 
dióxido de carbono (CO2) formado durante a fermentação alcoólica da produção de vinho. 
Os objetivos específicos foram: 
a) Avaliar o efeito da temperatura e da concentração de nitrogênio sobre o crescimento 
e composição (carotenoides, lipídeos, carboidratos e proteínas) da microalga 
Heterochlorella luteoviridis em fotobiorreator airlift. 
b) Avaliar e modelar as cinéticas de crescimento de Heterochlorella luteoviridis e sua 
composição (carotenoides, lipídeos, carboidratos e proteínas), utilizando modelos 
matemáticos baseados em modelos existentes para simulação e otimização de 
diferentes modos de operação de fotobiorreatores tipo airlift. 
c) Quantificar e caracterizar a produção de CO2 durante o processo de vinificação e 
desenvolver um processo integrado de cultivo de microalgas em modo contínuo 
utilizando CO2 proveniente do processo de vinificação. 
d) Avaliar os efeitos da luz LED (intensidade e comprimento de onda) no crescimento 
e na composição da microalga Heterochlorella luteoviridis. 
O estudo se apresenta estruturado em oito (8) capítulos, sendo que o primeiro é esse 
que introduz o assunto e a justificativa. O Capítulo 2 apresenta o embasamento teórico 
pertinente ao desenvolvimento do presente trabalho. 
Na sequência, apresenta-se o Capítulo 3 que reúne uma abordagem geral dos materiais 
e métodos utilizados no estudo, forma de manutenção da H. luteoviridis, meio de cultivo e 
preparação do inóculo empregado na realização dos experimentos. 
Os Capítulos de 4 a 7 reúnem os resultados obtidos na forma de quatro (4) artigos 





CAPÍTULO 2 – REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
2.1 Características, aplicações e comercialização das microalgas em geral 
Microalgas são microrganismos unicelulares fotossintéticos que habitam os 
ecossistemas aquáticos do planeta, sendo encontradas também em ambientes com temperaturas 
extremas (METTING; PYNE, 1986). A diversidade desses microrganismos é muito maior que 
das plantas terrestres (SCOTT et al. 2010). Estima-se que existam entre 200 a 800 mil espécies 
de algas, mas apenas 35 mil dessas espécies foram estudadas e exploradas quanto ao seu 
potencial metabólico (RAJKUMAR; YAAKOB ZAHIRA, 2013) Os grupos de algas mais 
importantes em termos de abundância são algas verdes (Chlorophyceae), diatomáceas 
(Bacillariophyceae), algas verde-azuladas (Cyanophyceae) e algas douradas (Chrysophyceae) 
(KHAN et al., 2009). 
As microalgas são classificadas pelas suas características principais como 
pigmentação, composição da parede celular, presença e tipo de flagelos e sua constituição 
química (METTING; PYNE, 1986). As microalgas do grupo Chlorophyceae geralmente são 
verdes, devido à presença de pigmentos, como clorofila a e b. Além disso, microalgas verdes 
possuem diversos carotenoides altamente similares aos encontrados em plantas verdes terrestres 
(SANCHEZ et al., 2013).  
A partir das décadas de 1950 e 1960 foram realizadas e divulgadas pesquisas sobre a 
possibilidade da produção, em grande escala, e comercialização de microalgas e cianobactérias 
(CHACÓN-LEE; GONZÁLEZ-MARIÑO, 2010). Em especial, reportam-se as tentativas de 
produção e comercialização da microalga Chlorella (CHACÓN-LEE; GONZÁLEZ-MARIÑO, 
2010; SAFI et al., 2014), cujo cultivo comercial surgiu em 1961, no Japão, por iniciativa da 
empresa Nihon Chlorella Inc. Em seguida, outras fábricas de Chlorella foram construídas em 
países como Taiwan, Malásia e Indonésia. Na década de 1980, haviam aproximadamente 46 
fábricas na Ásia, com produção superior a 1000 kg por mês de biomassa, principalmente do 
gênero Chlorella (BOROWITZKA, 1999; CHU, 2012). No ano de 2009, a produção anual 
mundial atingiu 2000 toneladas (massa seca) de Chlorella (SAFI et al., 2014). Em 2014, o 
consumo de microalgas somente para os setores de alimentação humana e animal na Europa 
atingiu 9000 toneladas (EU Science Hub, 2014). 
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A biomassa de Chlorella é comercializada na forma de cápsulas, comprimidos e 
extratos (RASMUSSEN; MORRISSEY, 2007). A suplementação da dieta humana é certificada 
como GRAS (Generally Recognized As Safe), que assegura que a Chlorella não produz toxinas 
e pode ser empregada como suplemento alimentar para humanos e algumas espécies de animais 
(WALKER et al., 2005), desde que sejam consideradas as condições higiênico-sanitárias na 
produção, bem como a qualidade das águas de cultivo. 
O campo de aplicação das microalgas é amplo, variando da indústria alimentícia à 
indústria cosmética, por exemplo, em que seus derivados e extratos são utilizados em uma 
variedade de produtos (BOROWITZKA, 2013), tais como cremes hidratantes para o rosto e 
pele e produtos para cuidado do cabelo. Ainda, possui potencial de uso como matéria prima 
para produção de biodiesel, visto que algumas espécies produzem quantidade elevada de 
lipídeos (HARUN et al., 2010). Uma das grandes vantagens da utilização de microalgas para 
produção de biodiesel reside no fato de seu cultivo não afetar a produção de alimentos, além de 
ser relevante à substituição de combustíveis fósseis (CHU, 2012). Alternativamente, são 
empregadas para fins ambientais como na redução de poluentes orgânicos (BARRA et al., 2014; 
HARUN et al., 2010) e na mitigação de CO2 (HO et al., 2011). 
 2.2 Heterochlorella luteoviridis 
Heterochlorella luteoviridis (Chodat) é uma microalga verde (Clorophyta) pertencente 
à classe Trebouxiophyceae, ordem Trebouxiales, gênero Heterochlorella. Esta microalga era 
formalmente conhecida antes de 2009 como Chlorella luteoviridis (Chodat) (NEUSTUPA et 
al., 2009).  
As células de H. luteoviridis são unicelulares, imóveis, apresentando forma 
arredondada, com tamanho variando entre 5 a 10 µm de diâmetro dependendo da idade celular 
(Figura 2.1) (KIM et al., 2017).   
A composição de H. luteoviridis pode variar dependendo das condições de cultivo. Em 
condições autotróficas e sob regime de cultivo em batelada sob iluminação contínua, essa 
microalga apresentou cerca de 41 % de carboidratos, 11 % de lipídeos e 29 % de proteínas 
(DIPRAT et al., 2016). Em cultivo sob baixa intensidade luminosa (40 µmolm-2 s-1) e ciclo 
claro escuro (16:8 h) um maior acúmulo de proteína (51 %) foi observado (KIM et al., 2017). 
Além disso, a H. luteoviridis apresenta em sua composição importantes carotenoides como 
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Luteína e β-caroteno (DIPRAT et al., 2016) e ácidos graxos poli-insaturados essenciais como 
ácido α-linolênico (ω-3) e ácido linoleico (ω-6) (KIM et al., 2017).   
 
Figura 2.1. Heterochlorella luteoviridis, adaptado de (ICB, 2016). 
2.3 Composição das microalgas em geral 
As microalgas são de grande interesse para a indústria alimentícia porque possuem, 
em sua composição, proteínas (BATISTA et al., 2013), carboidratos (HARUN et al., 2010; 
SPOLAORE et al., 2006) e lipídeos (HARUN et al., 2010), além de vitaminas tais como A, C, 
E e do complexo B (BARRA et al., 2014; SPOLAORE et al., 2006), ácidos graxos dos tipos 
ômega 3 e 6 (ω-3 e ω-6) e carotenoides (PULZ; GROSS, 2004). 
Os carboidratos normalmente são acumulados nas microalgas como compostos de 
armazenamento intermediário durante a fase estacionária de crescimento. Geralmente, os 
carboidratos são consumidos durante a síntese de lipídios em condições limitadas de nutrientes 
(BENEMANN, 2013). Os carboidratos em microalgas podem ser encontrados na forma de 
amido, glicose e outros polissacarídeos (SPOLAORE et al., 2006).  
As proteínas são o principal constituinte na biomassa da maioria das espécies de 
microalgas verdes, seu conteúdo pode variar entre 40 a 60 % (de matéria seca). As proteínas de 
microalgas são consideradas de alto valor nutricional devido à qualidade da composição de 
aminoácidos e em termos de conteúdo de proteína (CHRONAKIS; MADSEN, 
2011)(CHRONAKIS; MADSEN, 2011). O conteúdo de proteína celular pode ser manipulado 
por meio de mudanças na disponibilidade de nutrientes. 
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Os lipídeos de microalgas podem ser classificados como polares (glicolipídeos 
e fosfolipídeos) e neutros ou não polares (por exemplo, triacilgliceróis (TAGs), esteróis e ceras) 
(HUANG et al., 2001). Os lipídeos polares geralmente se acumulam em membranas estruturais, 
enquanto os TAGs são frequentemente depositados em forma de gotículas lipídicas. No entanto, 
ambos podem ser compostos por ácidos graxos poli-insaturados (AGPI). Além disso, os TAGs 
geralmente têm altos níveis de ácidos graxos saturados e monoinsaturados, enquanto os lipídios 
de membrana tendem a conter maiores teores de AGPI’s (SCHÜLER et al., 2017).  
A  concentração de lipídeos em algumas espécies de microalgas pode alcançar valores 
de 40 % a 60 % da matéria seca (MAITY et al., 2014). Esses microrganismos são capazes de 
produzir altas concentrações de lipídeos, cuja estrutura fundamental é composta por ácidos 
graxos ou por outras estruturas. Na grande maioria das espécies de microalgas, os ácidos graxos 
correspondem à maior fração lipídica e, em algumas espécies, os AGPI’s podem representar 
entre 25 % e 60 % dos lipídeos totais (DENER et al., 2006).  
Ao contrário do que acontece com as proteínas, a concentração de lipídeos pode ser 
manipulada por diferentes estratégias nas condições de cultivo. A composição lipídica pode ser 
modulada, principalmente, para promover o aumento do teor de AGPI (CHEN et al., 2011; 
FENG et al., 2012) 
2.4 Componentes bioativos presentes na fração lipídica das microalgas e suas aplicações 
2.4.1 Ácidos graxos  
O teor de ácidos graxos poli-insaturados em microalgas mostra-se especialmente 
dependente da espécie e das condições de cultivo, tais como a concentração de nutrientes do 
meio de cultura, o fluxo de aeração, a luminosidade, o tempo do fotoperíodo e a temperatura 
(THOMAS, TORNABENE; WEISSMAN, 1984). 
Há relatos na literatura que as microalgas são fontes potenciais de ácidos graxos poli-
insaturados economicamente valiosos (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010; SAHU et al., 
2013; SPOLAORE et al., 2006). Além disso, encontram mercado promissor no campo da 
biotecnologia, especialmente na indústria de alimentos funcionais (BERTOLDI et al. 2008), 
principalmente porque alguns desses ácidos não são sintetizados pelo organismo humano e, por 




Os principais ácidos graxos do tipo ômega 3 e ômega 6 sintetizados por microalgas 
são os ácidos: eicosapentaenoico (EPA C20:5n-3), α-linolênico (C18:3n-3) e docosahexaenoico 
(DHA C22:6n-3), linoleico (C18:2n-6) e o araquidônico (AA, C20:4n-6) (MARKOU; 
VANDAMME; MUYLAERT, 2014). Os ácidos graxos EPA e DHA (ômega 3) possuem um 
papel importante na regulação das funções biológicas e na prevenção e tratamento de várias 
doenças humanas, tais como doenças cardíacas e inflamatórias (QIAO et al., 2016).  
A Chlorella é uma fonte potencial de AGPIs, especialmente ácidos graxos ômega 3 e 
ômega 6 (ÖTLEŞ; PIRE, 2001; SAHU et al., 2013). Condições de cultivo com pouca luz, na 
presença ou não de nitrogênio, mostraram aumentar a síntese de EPA e DHA em microalgas 
(SCHÜLER et al., 2017). Na análise do conteúdo dos ácidos graxos da Heterochlorella 
luteoviridis, considerada a melhor condição de extração (75 mL de etanol/100 mL de água) e 
biomassa, destacou-se o ácido palmítico (C16:0) como o principal ácido graxo saturado (35 % 
do conteúdo total de ácidos graxos) e ácido linolênico (32 %), ácido α-linoleico (10 %), ácido 
esteárico (7 %) e ácido oleico (6 %) como os principais ácidos graxos poli-insaturados 
(JAESCHKE et al., 2016).  
2.4.2 Carotenoides 
Os carotenoides são compostos lipofílicos que apresentam coloração variando entre 
amarela, laranja e vermelha. Esses pigmentos são considerados os mais abundantes na natureza. 
Os carotenoides são divididos em dois grupos: carotenos e xantofilas (GONG and BASSI, 
2016). Alguns carotenoides comuns em microalgas são mostrados na Figura 2.2.  
Embora exista ampla diversidade de carotenoides, menos de 30 carotenoides 
desempenham papéis importantes na fotossíntese. A maioria desses está localizada nas 
membranas dos tilacóides e está ligada aos complexos de colheita de luz. Os carotenoides 
exercem a função de absorver a luz e suprimir o excesso de energia no metabolismo 
fotossintético. Alguns carotenoides primários, como a luteína, têm a função de pigmentos 
acessórios que podem transferir a energia absorvida para as clorofilas, expandindo portanto o 




Figura 2 2. Estrutura de alguns carotenoides encontrados em microalgas (Bassi et al. 2016) 
Os principais carotenoides encontrados nas espécies de microalgas  são a luteína 
(SCHROEDER; JOHNSON, 1995), o -caroteno (RODRIGUES et al., 2014) e a zeaxantina 
(VIEGAS et al., 2015). A luteína é encontrada exclusivamente nas microalgas pertencentes à 
divisão das Chlorophytas e algumas microalgas verdes (Dinophyta) (MULDERS et al., 2014a) 
Os pigmentos luteína e a zeaxantina são conhecidos pelo papel que desempenham na 
manutenção da saúde ocular e na prevenção da doença de degeneração macular relacionada à 
idade (JIN et al., 2003). A luteína é utilizada como aditivo alimentar, com o objetivo de dar cor 
aos alimentos (LIN; LEE; CHANG, 2015).  
O β-caroteno é o pigmento mais abundante presente nas espécies de microalgas e em 
plantas (DEL CAMPO; GARCÍA-GONZÁLEZ; GUERRERO, 2007; METTING; PYNE, 
1986). Entre as microalgas, a Dunaliella salina é conhecida como sendo a principal fonte 
natural  de β-caroteno (MULDERS et al., 2014b), podendo chegar a acumular até 12 % sobre a 
massa seca, dependendo das condições de cultivo (DEL CAMPO; GARCÍA-GONZÁLEZ; 
GUERRERO, 2007). Assim como outros carotenoides, o β-caroteno possui a capacidade de 
atuar como precursor da vitamina A, na qual é responsável pelo bom funcionamento 
imunológico. Além disso, desempenha função como antioxidante (RAPOSO et al., 2013).  
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2.5 Sistemas de cultivo de microalgas 
As microalgas são facilmente cultivadas, sendo necessário apenas meio de cultura 
simples, com água do mar, fonte de nitrogênio, magnésio, fósforo, ferro e outros sais. Pode-se 
produzi-las em sistemas abertos ou fechados, com a combinação de condições de crescimento 
controladas, das quais depende a obtenção de diferentes tipos de produtos (RAPOSO; 
MORAIS; MORAIS, 2013). A escolha do sistema a ser utilizado para cultivo de microalgas 
deve ser considerada para obtenção de um resultado economicamente viável. Fatores como a 
característica da microalga, o custo da terra e do trabalho, o gasto de energia, de água e de 
nutrientes e o tipo de produto final, são relevantes no alcance de resultados favoráveis 
(BOROWITZKA, 1999).  
A produção comercial para obtenção de biomassa de microalgas pode ser realizada de 
forma autotrófica, mixotrófica ou heterotrófica, em lagoas abertas ou em sistemas fechados 
utilizando fotobiorreatores, conforme demonstrado na Figura 2.3 (MASOJÍDEK; TORZILLO, 
2008).  
 
Figura 2.3. Exemplo de cultivo comercial de microalgas (a) lagoas raceway em pequena escala, (b) 
fotobiorreator de painel plano. Adaptado de (BARREIRA et al., 2015) 
2.5.1 Sistema de cultivo aberto 
Os principais sistemas abertos são lagoas naturais ou artificiais, de pista (raceway) e 
de cascata (MASOJÍDEK; TORZILLO, 2008).  
O sistema aberto tipo lagoa raceway é utilizado desde a década 1950. Tal lagoa é 
constituída de canais de recirculação de circuito fechado com cerca de 30 cm de profundidade. 





compactado e revestido por lona branca; a circulação e a mistura da biomassa são realizadas 
com auxílio de pás; a alimentação é diária sempre no início do fluxo e a colheita de biomassa é 
feita sempre no final do circuito.  
O sistema aberto possui algumas desvantagens quando comparado com sistemas 
fechados tais como dificuldade de resfriamento, controle de temperatura devido ao ciclo 
noturno e diurno, perda de água por evaporação, a captura de CO2 é relativamente baixa, há 
possibilidade de contaminação por outras algas ou microrganismos, e, com isso, a produtividade 
é afetada, o que resulta em baixo rendimento de biomassa (CHISTI, 2007). Razão que explica 
porque fotobiorreatores fechados tem maior aplicação, em especial quando se relaciona ao 
volume final de produção de biomassa (UGWU; AOYAGI; UCHIYAMA, 2007). 
2.5.2 Sistemas de cultivo fechados 
Fotobiorreatores são projetados com o objetivo final de reduzir custos e alcançar maior 
produtividade na produção de biomassa, para tanto aspectos como modelagem do biorreator e 
o controle de parâmetros que influenciam no crescimento como pH, temperatura e difusão do 
gás são levados em consideração (PEREZ-GARCIA et al., 2011). Além disso, manutenção do 
meio de cultivo e a distribuição da luz são fatores essenciais que também devem ser estudados 
em projetos de fotobiorreatores para produção de microalgas (ERIKSEN, 2008). 
Sistemas fechados possuem vantagens sobre os sistemas abertos, tais como facilidade 
nos controles de pH, da intensidade de luz, da temperatura e da concentração de CO2. Devido 
essas vantagens é possível a obtenção de alto rendimento de biomassa e, consequentemente, o 
aumento de compostos de interesse de indústrias farmacêutica e nutracêutica (SAFI et al., 
2014).  
Dentre os tipos de fotobiorreatores fechados usados na cultura da Chlorella e relatados 
em pesquisas de laboratório estão: fotobiorreator de placa plana (DEGEN et al., 2001), 
fotobiorreator de coluna vertical tipo airlift (JAMES; AL-KHARS, 1990), fotobiorreator 
tubular (LEE, 2001). Os reatores tubulares, tidos como adequados para o cultivo ao ar livre, 
possuem as vantagens de ser mais baratos e ter uma grande área de superfície de iluminação, o 
que gera alta produtividade de biomassa (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). Porém, 
possuem limitações como, por exemplo, dependendo do comprimento dos tubos pode acumular 




O fotobiorreator de placa plana, vertical ou inclinado, é construído de materiais 
transparentes e com poucos milímetros de espessura, o que proporciona a máxima captura da 
luz (BRENNAN; OWENDE, 2010). Tais tipos são empregados para cultivo de microalgas em 
grande escala, em sistemas de cultivo internos e externos, devido às vantagens, como grandes 
áreas que recebem grande quantidade de iluminação e diminuição do acúmulo de oxigênio 
dissolvido em comparação com fotobiorreatores tubulares horizontais (XU et al., 2009). Dentre 
as limitações do fotobiorreator de placa plana, citam-se: dificuldade de controlar a temperatura 
da cultura, crescimento nas paredes e probabilidade de estresse em algumas cepas de algas 
(MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). 
Dentre os fotobiorreatores, o tipo airlift se destaca pelo seu potencial para bioprocessos 
industriais, devido ao seu baixo nível de cisalhamento hidrodinâmico, elevada transferência de 
massa, distribuição homogênea e com potencial de redução da fotoinibição e fotooxidação 
(VUNJAK-NOVAKOVIC et al., 2005; WU; MERCHUK, 2004), além de apresentar alta 
eficiência na mistura, a qual permite excelente exposição das células à radiação da luz (WANG; 
LAN; HORSMAN, 2012) e outros benefícios como, por exemplo, baixo custo, facilidade de 
operação e de limpeza (WANG; LAN; HORSMAN, 2012; XU et al., 2009).  
Normalmente, o modelo do tipo airlift é composto por uma coluna transparente com 
uma coluna interna e um sistema de borbulhamento de ar. O sistema de aeração é colocado 
dentro da coluna interna na parte inferior, sendo que a desgaseificação ocorre na parte superior 
da coluna (Figura 2.4) (LI et al., 2008).  
 




2.6 Modo de operação de cultivo em batelada, batelada repetida e contínuo 
As condições operacionais do fotobiorreator desempenham um papel fundamental na 
produtividade de biomassa de microalgas (XIE et al., 2014). Os modos de operação comumente 
empregados na condução dos cultivos de microalgas são: descontínuo (batelada), semi-contínuo 
(batelada repetida), descontínuo alimentada (batelada alimentada) e contínuo (LOURENÇO, 
2006).  
A maioria dos cultivos de microalgas atuais é baseado em sistemas de operação por 
batelada, devido à simplicidade de operação e pouca necessidade de manutenção (GEADA et 
al., 2017).  No processo de batelada, antes do início do cultivo, todos os nutrientes (exceto a 
fonte de carbono em cultivos autotróficos) necessários para o crescimento e a formação do 
produto desejado estão no meio de cultura. O processo inicia-se com adição do meio de cultura 
e o inóculo de microalgas, no andamento do processo não há adição de nutrientes (exceção já 
mencionada) e são realizados controles, como de aeração, de pH e da adição de antiespumantes 
(SCHMIDELL; AQUARONE ; BORZANI, 2001). Durante o cultivo em batelada, o 
crescimento cessa devido à limitação do substrato e ou acumulação de produtos inibidores do 
crescimento. No processo em batelada, a contínua mudança no ambiente de cultivo e também 
o envelhecimento celular podem ocasionar variação na composição celular como consequência, 
flutuações na produtividade durante o período de cultivo (GEADA et al., 2017). 
Cultivos em modo de operação batelada repetida são utilizados alternativamente para 
a produção de microalgas. O processo de batelada repetida é iniciado conforme o sistema de 
operação em batelada, o biorreator é preenchido com meio de cultura e inóculo. Ao final de um 
determinado período que pode ser definido, por exemplo, pela concentração de corte, um 
volume específico de cultivo é removido e substituído por um volume igual de meio de cultura 
fresco. O volume de meio de cultivo mantido no reator serve como inóculo inicial. O cultivo 
em batelada repetida possibilita regular a taxa de alimentação de nutrientes e consequentemente 
otimizar a produtividade de biomassa (RADMANN; REINEHR; COSTA, 2007). 
O cultivo contínuo de microalgas possui vantagens amplamente descritas na literatura, 
tais como: obtenção de maiores produtividades volumétricas, requer menor espaço, 
investimento e redução de períodos sem produção.  Cultivos contínuos são caracterizados pela 
alimentação contínua de meio de cultivo fresco e a remoção contínua do meio de cultivo, o 
volume do meio de cultivo dentro do reator é mantido inalterado. Esse sistema permite um 
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cultivo constante que mantém as células, após algumas gerações, em um estado de crescimento 
equilibrado ou estado estacionário (GEADA et al., 2017) 
2.7 Fatores essenciais no cultivo de microalgas 
A disponibilidade de nutrientes à microalga é essencial para conseguir uma 
fotossíntese ideal. A falta de nutrientes pode ocasionar distúrbios no metabolismo e a produção 
desordenada de produtos intermediários da fotossíntese (PULZ, 2008). As microalgas 
fotoautotróficas têm capacidade de detectar mudanças na intensidade de luz, temperatura e 
disponibilidade de nutrientes e água, através da percepção da energia produzida pela modulação 
do transporte de elétrons na fotossíntese. A manutenção da energia celular necessária para 
manter o equilíbrio metabólico é fundamental para o crescimento e sobrevivência de todas as 
células vivas (HUNER et al., 2002). 
2.7.1 Luminosidade 
A luz é a principal fonte de energia para o metabolismo fotoautotrófico, sendo um fator 
limitante para a fotobiotecnologia. As microalgas, entre elas a Chlorella, são capazes de 
converter energia luminosa em energia química por meio da fotossíntese (MATA; MARTINS; 
CAETANO, 2010; PATIÑO; JANSSEN; VON STOCKAR, 2007). 
As reações fotoquímicas da fotossíntese ocorrem no aparato fotossintético 
[fotossistema I (FSI) e fotossistema II (FSII)]. Esses fotossistemas, também chamados de 
centros de reações, são presentes em membranas de organismos fotossintéticos aeróbios. Os 
FSI e FSII são dois sistemas complexos, formados por inúmeras proteínas contendo os 
pigmentos necessários para colheita de fótons. Ambos os sistemas são organizados em uma 
membrana, composta de um núcleo que possui o centro de reação fotoquímica onde o transporte 
de elétrons é iniciado, e de um sistema de antenas que proporciona elevada captação de luz e 
regulação do processo fotossintético. 
Microrganismos fotossintetizantes geralmente absorvem luz na faixa de espectro entre 
400 e 700 nm, chamada de radiação fotossinteticamente ativa (PAR do inglês Photosynthically 
Active Radiation) e nessa faixa que se inicia uma série de reações fotoquímicas da fotossíntese  
(BLANKENSHIP, 2002). Os FSII e FSI possuem diferentes espectros de absorção, por isso 
diferenças na intensidade luminosa geram rapidamente ajustes de absorção nos dois sistemas 
(GALKA et al., 2012).  
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A iluminação é um dos fatores mais importantes que controlam o crescimento da célula 
dentro de um fotobiorreator (WU; MERCHUK, 2004), bem como é imprescindível para 
indução da carotenogênese (DEL CAMPO; GARCÍA-GONZÁLEZ; GUERRERO, 2007). No 
ambiente natural, microrganismos fotossintéticos e plantas superiores são frequentemente 
submetidos a mudanças no fluxo de fótons, que provocam a saturação da cadeia linear de 
transferência de elétrons, dessa forma a luz absorvida pelos fotossistemas não é suficientemente 
convertida (CAFFARRI et al., 2014), sendo dissipada em espécies reativas de oxigênio (ERO), 




), peróxido de hidrogênio (H2O2) e radical 
hidroxila (OH
•
). Ainda que as ERO tenham a função de sinalizadores em espécies 
fotossintéticas, a produção em excesso pode saturar as defesas antioxidantes, causando danos 
oxidativos ao aparelho fotossintético (ROACH; KRIEGER-LISZKAY, 2014). Este processo é 
chamado de fotoinibição.  
A fotoinibição é um processo complexo causado por diferentes mecanismos que 
envolvem aceptores e recebedores de elétrons no centro de reação, como os pigmentos antenas 
(CAFFARRI et al., 2014). A Chlorella tem a fotossíntese saturada a partir de intensidade de 
luz na ordem de 200 µE m-2 s-1 (KUMAR; DASGUPTA; DAS, 2014). Fatores como controle 
de pH, incidência luminosa e fornecimento de CO2 podem contribuir para o controle 
fotooxidativo em microalgas. 
Na produção de microalgas em fotobiorreatores fechados, o controle da iluminação é 
o parâmetro mais crítico até porque, ao operar em tempo integral, há elevado consumo de 
energia elétrica, o que gera maior custo de produção (KOC et al., 2010). 
Atualmente, a iluminação de estado sólido que explora o uso de diodos emissores de 
luz (LED, do inglês Light Emitting Diode) é considerada, potencialmente, como um dos maiores 
avanços em termos de tecnologia de iluminação. Variadas funções podem ser desempenhadas 
pelos sistemas LED, incluindo-se o emprego em pesquisa de ambiente controlado, iluminação 
para diferentes tipos de culturas vegetais, iluminação suplementar e de fotoperíodo para estufas 
e laboratórios (MORROW, 2008).  
Os sistemas LED, por serem dispositivos de estado sólido, representam a primeira 
fonte de luz artificial com capacidade de controlar a composição espectral. Além disso, são 
facilmente integrados aos sistemas de controle digital, o que auxilia organização e manejo de 
programas de iluminação especiais, sendo mais seguros de operar do que com os sistemas das 
lâmpadas fluorescentes ou de vapor de mercúrio, porque não contêm mercúrio e não possuem 
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envelopes de vidro ou altas temperaturas de contato (MORROW, 2008, BARATA, 2016). À 
medida que evoluem, os dispositivos chip-on-board de LED multicoloridos de alta densidade 
têm custo reduzido, o que permite que os sistemas LED se tornem viáveis economicamente 
(MORROW, 2008). 
As fontes de luz nos sistemas LED são adequadas para uso em fotobiorreatores. No 
entanto, o requerimento de PAR de microalgas, parâmetro importante porque afeta a produção 
de microalgas, deve ser ponderado no momento da elaboração e implantação do projeto de 
sistemas de iluminação LED em fotobiorreatores (KOÇ et al., 2010). 
As luzes dos sistemas LED têm bandas de comprimento de onda relativamente 
estreitas, o que lhes permite produzir um comprimento de onda mais específico e com isso 
proporcionar significativos benefícios na produção de microalgas, especialmente no cultivo em 
ambiente de iluminação controlada (KOÇ et al., 2010).  
Os sistemas LED têm potencial de redução do estresse causado pela luz excessiva nos 
organismos vivos (KOÇ et al., 2010). Além disso, mostram vantagens sobre outras fontes 
luminosas empregadas na iluminação artificial porque têm alta eficiência, baixo consumo de 
energia e longa vida útil (KOÇ et al., 2010). Sistemas LED de luz vermelha e branca se mostram 
eficazes para o crescimento de microalgas. Maiores intensidades de luz resultaram em 
crescimento celular significativamente maior (TANG et al., 2011), porém a luz LED vermelha 
se revela mais eficiente no ganho de peso das células e a luz LED azul produz células maiores 
do que as outras fontes de luz (KOÇ et al., 2010). 
2.7.2 Temperatura 
A temperatura é, depois da iluminação, considerada um dos fatores essenciais para o 
desenvolvimento e crescimento das microalgas tanto em sistemas abertos quanto fechados 
(MATA; MARTINS; CAETANO, 2010).  
Os organismos fotossintéticos procuram manter o equilíbrio do sistema 
fotossintetizante frente às condições ambientais adversas. O crescimento de organismos 
fotossintéticos fora da sua faixa ótima de temperatura pode gerar alterações no mecanismo 
fotossintético. Entre essas alterações, é possível que haja mudança na captação de luz para 
diminuição da luz absorvida, aumento da taxa do ciclo de transporte de elétrons, aumento na 
taxa de fotorrespiração e na taxa de fixação do CO2 (MAXWELL et al., 1994). 
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As alterações na temperatura exercem influência no perfil de ácidos graxos. Quando a 
temperatura está abaixo daquela considerada temperatura ótima de crescimento, os ácidos 
graxos poli-insaturados são metabolizados, mas quando a temperatura está acima do ponto 
ótimo essa alteração bioquímica não ocorre (PEREZ-GARCIA et al., 2011).  
Várias microalgas podem suportar variações de temperatura inferior a 15 °C em 
relação a sua temperatura ótima de crescimento. Mas não suportam temperaturas entre 2 °C a 
4 °C e acima da sua temperatura ótima de crescimento, podendo resultar na perda total do 
cultivo (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). Kim et al. (2017) relataram que a microalga. 
Heteroclorella luteoviridis foi capaz de tolerar as temperaturas variando entre 10 °C a 25 °C, 
quando cultivada sob baixa intensidade luminosa (40 µmolm-2 s-1) e ciclo claro escuro (16:8 h). 
2.7.3 Nitrogênio 
Os nutrientes são imprescindíveis à duplicação de microalgas, e são eles os que mais 
oneram a produção em grande escala, envolvendo recursos naturais e uso de energia. Dessa 
forma é necessário otimizar os nutrientes indispensáveis para o cultivo das microalgas, 
diminuindo assim, os custos de produção (BLAIR; KOKABIAN; GUDE, 2014). 
O nitrogênio, depois do carbono, é um nutriente essencial para o crescimento de 
biomassa de microalgas, e pode representar entre 1 % e 10 % da massa seca (PEREZ-GARCIA 
et al., 2011). Formas de nitrogênio orgânico possivelmente são encontradas em diversas 
substâncias biológicas tais como peptídeos, proteínas, enzimas, clorofilas, moléculas de 
transferência de energia (ADP, ATP), entre outras (RAMANNA et al., 2014). 
As microalgas são capazes de utilizar diferentes fontes de nitrogênio, principalmente 
íon amônio (NH4
+), nitrato (NO3
-) e ureia [(NH2)2CO], como também extrato de levedura, 
peptona, aminoácidos (PEREZ-GARCIA et al., 2011). No entanto, o nitrato é a forma 
dominante de nitrogênio disponível para a maioria dos organismos fotossintetizantes (YANG; 
HUA; SHIMIZU, 2000).  
A assimilação do nitrato realizada pelas algas eucarióticas pode ser dividida em etapas: 
primeiramente, o nitrato é reduzido a nitrito pela enzima nitrato redutase utilizando a forma 
reduzida de nicotinamida-adenina-dinucleotídio (NADH) para transferência de elétrons, em 
seguida o nitrito é reduzido a amônia pelo nitrito redutase utilizando ferredoxina (Fd) como 
doador de elétrons. Por fim, o nitrogênio na forma de amônia é utilizado na síntese de L-
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glutamina pela ação da glutamina sintetase (GS) e trifosfato de adenosina como demonstrado 
na Figura 2.5 (CAI; PARK; LI, 2013). 
 
Figura 2.5. Diagrama resumido da assimilação do nitrogênio inorgânico (Cai; Park; Li, 2013). 
Algumas microalgas apresentam tendência maior na utilização de amônio para 
obtenção do nitrogênio orgânico (PEREZ-GARCIA et al., 2011). Essa preferência durante a 
assimilação do nitrogênio inorgânico ocorre porque a reação de óxido-redução não é necessária, 
pois dessa forma necessita de menos de energia (CAI; PARK; LI, 2013). Porém, há relatos da 
diminuição do crescimento e, como consequência, redução no rendimento da biomassa em 
cultivos de microalgas que utilizam sais de amônia como fonte de nitrogênio sem controle de 
pH (CHOUL-GYUN, 2002; SHI; ZHANG; CHEN, 2000).  
A utilização de sais de amônio necessita de maiores cuidados durante o cultivo de 
microalgas do que em cultivos que utilizam sais de nitrato como fonte de nitrogênio 
(BOROWITZKA; MOHEIMANI, 2010). Além disso, o nitrato é dominante em ambientes 
aquáticos oxidados por ser altamente oxidado e estável. Não obstante, o nitrato é considerado 
essencial para microalgas, porque sua presença provoca aumento da atividade da enzima nitrato 
redutase (CAI; PARK; LI, 2013). A nitrato redutase desempenha papel fundamental no controle 
da via de assimilação do nitrato (HUBER et al., 1992). 
O nitrato tem sido utilizado comumente em meios de cultivo como fonte de nitrogênio 
para Chlorella. A comparação entre amônio e nitrato como fonte de nitrogênio para Chlorella 
indica que o nitrato proporciona melhor indução na síntese proteínas e no crescimento celular 
(SHI; ZHANG; CHEN, 2000). Na comparação com biomassa formada durante o cultivo com 
limitação de nitrogênio, foi obtida concentração de biomassa de Chlorella zofingiensis 
aproximadamente 81 % maior em cultivo com maior fornecimento de nitrogênio (ZHU et al., 
2014). 
A necessidade interna de nitrogênio pelas microalgas marinhas ocasiona limitação de 
nitrogênio quando este nutriente não é fornecido, o que gera diminuição na atividade de 
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fotossíntese e, como consequência a redução no fornecimento de energia devida à diminuição 
das clorofilas e aumento dos carotenoides (RAVEN, 1981). Além disso, a limitação de 
nitrogênio atinge diretamente a síntese de proteínas, localizadas nos centros de reações FSI, que 
se expressa como resposta comum ao estresse da limitação de nitrogênio em organismos 
fotossintéticos (BERGES et al., 1996). 
O estresse causado pela limitação de nitrogênio é utilizado favoravelmente para 
produção de lipídeos (CONVERTI et al., 2009; MUJTABA et al., 2012; SINGH et al., 2014; 
YEH; CHANG, 2012). A falta de nitrogênio afeta a composição celular como o conteúdo de 
lipídeos e a composição dos ácidos graxos (RAMANNA et al., 2014), sendo eficaz na indução 
ao acúmulo de lipídeos no interior das células de microalgas (SINGH et al., 2014). 
2.7.4 Carbono 
As microalgas têm, em sua maioria, a capacidade de crescer tanto em condições 
autotróficos quanto heterotróficos ou, ainda, algumas espécies tem a capacidade de combinar a 
fotossíntese com degradação de compostos orgânicos, cujo modelo é chamado de mixotrófico 
(CUELLAR-BERMUDEZ et al., 2014).  
Os organismos heterotróficos não necessitam de luz para fixação de carbono (LIANG; 
SARKANY; CUI, 2009), pois utilizam somente compostos orgânicos dissolvidos no meio de 
cultivo como fonte de carbono para o crescimento (CUELLAR-BERMUDEZ et al., 2014; 
PEREZ-GARCIA et al., 2011). Geralmente, as fontes de carbono orgânico utilizadas são 
açúcares e ácidos orgânicos (LIANG; SARKANY; CUI, 2009).  
Espécies de Chlorella demonstraram eficiência na formação de biomassa quando 
foram cultivadas heterotroficamente no escuro utilizando glicose como fonte de carbono (KIM 
et al., 2013; LI et al., 2015). Outras fontes de carbono orgânico como acetato (LIANG; 
SARKANY; CUI, 2009) e o glicerol (LIANG; SARKANY; CUI, 2009; O’GRADY; 
MORGAN, 2010) foram relatadas em cultivos heterotróficos de Chlorella. Embora haja 
aumento na produção de biomassa e de lipídeos em cultivos heterotróficos, essa condição 
apresenta algumas desvantagens como o elevado custo da glicose, que encarece a produção de 
biomassa de microalgas (PEREZ-GARCIA et al., 2011; TURON et al., 2014), bem como há 
limitação de espécies de microalgas capazes de crescer em condições heterotróficas, 
possibilidade de contaminação com outros microrganismos (PEREZ-GARCIA et al., 2011). 
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No crescimento autotrófico, as algas utilizam o CO2 (carbono inorgânico) como sua 
única fonte de carbono e a luz como fonte de energia para gerar energia química necessária à 
manutenção e crescimento celular por meio da fotossíntese (CHEN et al., 2011a; 
CHOJNACKA; MARQUEZ-ROCHA, 2004; CUELLAR-BERMUDEZ et al., 2014). As 
formas de carbono inorgânico dissolvido existentes em meio aquoso são CO2, HCO3
-, CO3
2- e 
H2CO3. Porém, apenas as formas de CO2 e HCO3
- são usadas pelas microalgas (ZHAO; SU, 
2014).  
A reação empírica da fotossíntese de microrganismos fotoautotrófico é exemplificada 
na Equação 2.1, a seguir (HO et al., 2014; ZHAO; SU, 2014): 
6H2O+6CO2 
Luz
→   C6H12O6+6O2       (2.1) 
As reações de fixação de CO2 ocorrem através do Ciclo de Calvin-Benson, 
independente de luz (HO et al., 2014; ZHAO; SU, 2014). Nessa etapa da fotossíntese de 
microalgas e cianobactérias, o fluxo de assimilação de carbono inorgânico ocorre por meio da 
entrada direta de CO2 através da membrana plasmática via transporte ativo. Há evidências 
também do transporte do íon bicarbonato pela membrana plasmática, porém o fluxo é menor, 
quando comparado ao do CO2. Tanto o CO2 como o HCO3
– são transportados para os 
cloroplastos. Ao entrar nos cloroplastos, o CO2 é rapidamente convertido no íon bicarbonato, 
acumulando-se nos estromas alcalinos. O HCO3
– acumulado é novamente convertido a CO2 
pela anidrase carbônica (SPALDING, 2008). Na Figura 2.6 está representado o esquema da 
fotossíntese junto a assimilação do carbono inorgânico.  
 




O nível elevado de CO2 em cultivos autotróficos de microalgas favorece a eficiência 
fotossintética e, como consequência, a biomassa é produzida em menor tempo (CHEAH et al., 
2015; SCOTT et al., 2010). Diferentes concentrações de CO2 (2 %; 5 %; 10 %; 15 %) 
misturadas com ar a 0,25 v v m-1 (volume de ar injetado no meio de cultura pelo volume do 
meio de cultura por minuto) foram testadas no cultivo Chlorella sp. Nesse experimento, os 
autores observaram 68 % de aumento na concentração de biomassa no cultivo que utilizou 2 % 
de CO2, na comparação com o cultivo que utilizou somente ar. Esse resultado confirma que o 
aumento da disponibilidade de carbono no meio de cultivo eleva a concentração da biomassa. 
No entanto, em concentrações superiores a 5 % de CO2, o crescimento celular foi quase 
totalmente inibido (CHIU et al., 2008). Por outro lado, a microalga Chlorella PY-ZU1 foi capaz 
de crescer em 15 % (v/v) de CO2, sob 6 klx de iluminação (CHENG et al., 2013). 
Diversas microalgas possuem capacidade de adaptação aos parâmetros de cultivo, 
porém alterações nas condições de cultivo determinam a eficiência da fixação de CO2 para 
produção de biomassa (CHEAH et al., 2015). Em culturas fotoautotróficas, as diferenças entre 
espécies de microalgas (ZHAO; SU, 2014), a luz e a densidade das células influenciam 
expressivamente na taxa de fixação de CO2 e na produção de biomassa (CHENG et al., 2013; 
CHIU et al., 2008).  
O crescimento fotoautotrófico em microalga é comumente utilizado para cultivo de 
microalgas porque todas as suas espécies são fotossintéticas (CHEN et al., 2011a; PEREZ-
GARCIA et al., 2011). Além disso, esse sistema de cultivo tem contribuído expressivamente 
para o ciclo global do carbono, através da fixação biológica de CO2 (YEN et al., 2013). 
2.7.5 Fixação biológica de CO2 por microalgas  
O grande potencial econômico dos países desenvolvidos conduz ao emprego extensivo 
de energia e, por sua vez, mais resíduos são produzidos que podem levar a problemas 
ambientais (SAIDI; HAMMAMI, 2015). O CO2 é fortemente relacionado como um dos gases 
causadores do efeito estufa (SAIDI; HAMMAMI, 2015; SHAFIEI; SALIM, 2014).  
A maioria das fontes de emissão de CO2 é provinda do consumo de combustíveis 
fósseis. Segundo Intergovernmental Panel on Climate Change (IPCC), em 2013, as emissões 
globais de dióxido de carbono provenientes da queima de combustíveis fósseis atingiram 36,1 
bilhões de toneladas, 2,3 % a mais quando comparado com 2012. No Brasil, as emissões de 
carbono no ano de 2011 atingiram o equivalente a mais de 488 milhões de toneladas de CO2eq. 
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grande parte desse número vem do uso da terra e florestas, da agropecuária e da produção de 
energia. Os processos da economia nacional que menos emitem CO2 atmosférico, comparados 
com os demais, são os setores industriais e o tratamento de resíduos (MCTI, 2014). 
Embora o CO2 seja considerado um dos gases causadores do aquecimento global, esse 
gás é fundamental à sobrevivência de organismos autotróficos (CHEAH et al., 2015). O CO2 
provindo da atmosfera e da combustão de gases gerado pela intensa atividade humana é 
transformado em biomassa e outros metabólitos por algas e plantas através da fotossíntese e do 
Ciclo de Calvin (YEN et al., 2013). Contudo, a capacidade de fixação de CO2 pelas algas é 
muito mais eficiente e na ordem de 10 a 50 vezes maior do que as plantas terrestres (CUELLAR-
BERMUDEZ et al., 2014; YEN et al., 2013). Dessa forma, o cultivo de algas foi considerado 
um processo comercialmente viável para mitigação de CO2, (ČERVENÝ et al., 2009; YEN et 
al., 2013). 
Sistemas de cultivo de microalgas que utilizam o CO2 são considerados sistemas mais 
rentáveis e ambientalmente sustentáveis quando comparado com sistemas de produção de 
plantas convencionais. Aproximadamente metade da massa seca de biomassa de microalgas é 
composta por carbono derivado a partir do CO2, sendo que o crescimento de duas toneladas 
dessa biomassa representa consumo de uma tonelada de CO2 (XU; ISOM; HANNA, 2010). 
O cultivo de microalgas em sistemas abertos permite a absorção do CO2 do ambiente. 
Contudo, a concentração de CO2 do ar atmosférico, cerca de 0,03 % a 0,06 %, é limitante à 
fotossíntese. O uso de fotobiorreatores para crescimento fotoautotrófico de microalgas é uma 
escolha para aumentar a eficiência de captura do CO2, visto que a dissolução e retenção do CO2 
é maior do que em sistema aberto (YEH; CHANG, 2011). Não obstante, diversas fontes de CO2 
(abrangendo o CO2 atmosférico, gases residuais de processos industriais e sais como o 
carbonato solúvel) podem ser utilizadas de maneira eficiente pelas microalgas a fim de 
aumentar a produção de biomassa (WANG et al., 2008). 
Espécies de microalgas como Chlorella sp., Scenedesmus sp. e Arthrospira sp. são 
identificadas pela sua boa capacidade em biofixação do CO2, relacionada com elevada taxa de 
crescimento, boa tolerância a diversos fatores ambientais e pela sua composição química. A 
Chlorella sp. é relatada como boa fixadora de CO2 independente das condições de cultivo, quer 
seja lagoa aberta ou fotobiorreator (CHEAH et al., 2015). 
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2.7.6 Fontes alternativas de CO2 biológico para cultivo de microalgas 
As fontes de carbono inorgânico que são frequentemente utilizadas no cultivo de 
microalgas incluem: CO2 atmosférico, CO2 provindo de efluentes gasosos industriais e CO2 
fixado obtido de carbonatos solúveis, como NaHCO3 e Na2CO3 (KUMAR et al., 2010). O CO2 
puro também pode ser utilizado no cultivo de microalgas, porém encarece a produção, e, na 
maioria das vezes é impraticável na produção industrial (SUN et al., 2015).  
Alternativas pesquisadas para baratear os custos de produção das microalgas são 
inúmeras, dentre elas a utilização de fontes de carbono de emissões gases de combustão 
(ZHAO; SU, 2014), a utilização de CO2 proveniente da fermentação alcoólica da produção de 
etanol, usando como matéria prima o melaço de cana de açúcar (FERREIRA et al., 2012; XU; 
ISOM; HANNA, 2010), como também o uso de CO2 gerado pela fabricação de bebidas 
fermentadas, como a cerveja (CHAGAS et al., 2015) e o vinho. 
A produção mundial de vinhos em 2017 foi de 246,7 milhões de hectolitros 
(AGÊNCIA FRANCE-PRESSE, 2017). O Estado do Rio Grande do Sul concentra a maior 
produção de vinho do país. No ano de 2017, foi produzido o equivalente a 485 milhões de litros 
entre vinhos especiais e vinhos de mesa, o que representa 90% do total da produção nacional 
(AGÊNCIA ESTADO, 2018). Diante desses quantitativos e da preocupação da indústria com 
os impactos ambientais gerados pela produção vinícola (CHRIST; BURRITT, 2013), a 
mitigação de CO2 durante a fase industrial de fabricação de vinho pode ser uma alternativa 
viável para a redução das emissões de CO2 atmosféricos (BOSCO et al., 2011). 
O vinho é a bebida resultante da fermentação alcoólica completa ou parcial da uva 
fresca. Na fase de fermentação alcoólica, uma das etapas principais na fabricação de vinho, 
ocorre o processo de conversão dos açúcares naturais da uva em álcool e dióxido de carbono 
que são produzidos pelas leveduras (SMYTH; RUSSELL, 2009). Durante a fermentação 
alcoólica, a produção de etanol está relacionada com a produção de CO2, exatamente porque a 
produção de CO2 é equivalente à produção de etanol: 0,96 gramas de CO2 por grama de etanol 
(FERREIRA et al., 2012). Considerando que o total da produção de vinho no Estado do Rio 
Grande do Sul foi de 485 milhões em 2017, e que o ter alcoólico do vinho é em média 12 % de 
volume, estima-se que a produção de CO2 provindo da fermentação alcoólica de vinho, no 
Brasil, foi de 44 milhões de quilogramas de CO2eq por ano. Portanto, o CO2 biológico oriundo 
da fermentação alcoólica, principalmente o gerado na vinicultura sobre o qual há poucos relatos 
de seu reaproveitamento, torna-se fonte promissora de carbono inorgânico, que pode ser 
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reaproveitado no cultivo de microalgas, gerando compostos de alto valor comercial e 
ambientalmente sustentável.  
2.8 Modelagem matemática para sistemas de cultivo  
A modelagem matemática e a simulação preditiva têm por objetivo prever o 
comportamento dinâmico e estacionário do processo em foco (em condições testadas ou não), 
com a finalidade de possibilitar a determinação das condições operacionais economicamente 
ótimas do sistema, auxiliar no projeto e ajuste de algoritmos de controle adotado no modelo 
matemático formulado (SCHMIDELL, AQUARONE, BORZANI, 2001).  
No cultivo de microalgas, a modelagem matemática também é utilizada na predição e 
controle das complexas interações entre fatores biológicos da espécie cultivada e fatores físico-
químicos relativos às condições de cultivo. Na literatura se encontram modelos preditivos de 
crescimento de microalgas e síntese de bioprodutos, desenvolvidos para diversas espécies de 
microalgas sob diferentes condições de crescimento (YANG ET AL., 2017), que se mostram 
adequados para avaliação dos efeitos de parâmetros como salinidade, temperatura, iluminação 
e consumo de nitrogênio e para controle e otimização da produção comercial de culturas em 
fotobiorreatores (YUAN et al., 2014). 
Os modelos cinéticos de Monod (1949), Droop (1968) e logístico (VERHULST, 1838) 
são os mais discutidos e usados para descrever o crescimento de algas em resposta à 
concentração de substrato ( ADESANYA, et al. 2014).  
O modelo preditivo de Monod (1949) partiu do pressuposto que o nutriente é 
consumido e instantaneamente transformado em biomassa (VATCHEVA et al., 2006). Na 
fórmula de Monod, a velocidade de crescimento (µ) é associada principalmente à concentração 
de um único substrato limitante do crescimento, através da constante de saturação do substrato 
(kS) e taxa de crescimento máxima específica (µmax) (He et al. 2016). As equações que compõem 
o modelo de Monod são descritas na Tabela 2.1, onde S é a concentração do substrato limitante, 
ρ é a velocidade de absorção de nutriente e Y é o rendimento da biomassa celular em relação ao 




Tabela 2.1. Modelos matemáticos 
Modelos 
Crescimento celular
 X  
Substrato   S  
Cota intracelular 
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Caracterizado como modelo simples, pois considera apenas o efeito gerado pela 
limitação pelo substrato, para se adequar à finalidade de múltiplos processos e descrever a 
velocidade de crescimento celular, o modelo original de Monod (1949) é constantemente 
adaptado. A limitação do crescimento celular pela quantidade de biomassa consiste em um 
exemplo de ampliação realizada no modelo original. Na prática, essa ampliação é muito 
comum, especialmente em processos regidos por regime batelada (VATCHEVA et al., 2006). 
O modelo clássico proposto por Droop é comumente usado para descrever a dinâmica 
de crescimento de algas e consumo de nitrogênio (BERNARD, 2011; ZHOU et al., 2014). O 
modelo de Droop (Equações 2.1 a 2.5) caracteriza-se por desassociar a taxa de crescimento 
específico (µ) da concentração externa do substrato limitante (S) através da introdução da cota 
intracelular do substrato limitante (q), além desses parâmetros, as equações são compostas pela 
cota celular mínima (kq) e a taxa máxima de absorção de nutrientes (ρmax) (VATCHEVA et 
al. 2006). O modelo de Droop possui limitações para descrever culturas fotolimitadas, devido 
a não considerar o efeito da luz sobre a taxa de crescimento (BERNARD et al. 2015).  
O modelo de crescimento logístico (VERHULST, 1838) é uma equação independente 
do substrato, que pode descrever com precisão as fases lag, exponencial e estacionária do 
crescimento de microalgas sob diferentes condições de cultura (CHANG et al., 2016). Esse 
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modelo mostra que o crescimento exponencial de qualquer população não pode continuar 
indefinidamente e a taxa de aumento populacional depende do tamanho da população. Assim, 
o efeito da densidade deve ser considerado para melhorar a compreensão sobre a produtividade 
das microalgas (XU; BOEING, 2014). A equação logística (Equação 2.10) que descreve a taxa 
de crescimento das microalgas é composta por três parâmetros, a produção de biomassa máxima 
(Xmax) representa a capacidade de suporte do ambiente (HE et al., 2016), X representa a 
concentração real de biomassa no tempo e µmax representa a taxa de crescimento máxima 
específica (CHANG et al., 2016). 
Além da equação logística amplamente usada para modelar o crescimento 
populacional em um ambiente limitado (ARINO; WANG; WOLKOWICZ, 2006). Diversos 
modelos têm levado em consideração outros aspectos do cultivo de microalgas, entre os quais, 
concentração de nitrogênio (CONCAS et al., 2016; FRÉ et al., 2016), distribuição da luz 
(CORNET; DUSSAP, ; YUN; PARK, 2003) e dependência da temperatura (BÉCHET; 




CAPÍTULO 3 – MATERIAL E MÉTODOS 
Este capítulo apresenta um fluxograma geral do estudo utilizando a microalga H. 
luteoviridis cultivada sob diferentes regimes de operação do fotobiorreator (batelada, batelada 
repetida e contínuo) e com condições controladas de concentração de nitrogênio no meio de 
cultivo, temperatura, regime de iluminação. A descrição detalhada de cada experimento está 
apresentada nos capítulos 4, 5, 6 e 7 deste documento e o detalhamento dos métodos analíticos 
utilizados neste estudo estão no apêndice.  
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3.1 Fluxograma geral do estudo 
 
Figura 3.1. Fluxograma geral do estudo 
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3.2 Microrganismo e manutenção celular 
O microrganismo objeto desse experimento foi a microalga Chlorella sp., 
posteriormente identificada como Hetorochlorella luteoviridis (Anexo 1) e codificada pelo 
Laboratório de Bioengenharia como BE 002. Essa cepa foi doada pelo Professor Sérgio 
Lourenço, do Laboratório de Fisiologia e Cultivo de Algas, Departamento de Biologia Marinha, 
da Universidade Federal Fluminense (UFF), localizada na cidade de Niterói, Estado do Rio de 
Janeiro. A microalga é mantida em Erlenmeyer de 250 mL com 100 mL de meio de cultura de 
f/2 (GUILLARD; RYTHER, 1962) sob a temperatura de 22 °C e fotoperíodo de 12/12 h 
(claro/escuro), no Laboratório de Bioengenharia do Instituto de Ciências e Tecnologia de 
Alimentos da Universidade Federal do Rio Grande do Sul (ICTA/UFRGS), em Porto Alegre, 
Estado do Rio Grande do Sul.  
3.3 Meio de cultivo e preparo do inóculo  
A formulação do meio de cultivo f/2 (GUILLARD; RYTHER, 1962) empregada foi a 
seguinte: 34 g L-1 de sal marinho (Red Sea Salt®) e concentrações variadas de nitrato de sódio 
(NaNO3) de acordo com cada experimento. O meio preparado foi suplementado com 1 mL L
-1 
de solução de fosfato (NaH2PO3.H2O), 1 mL L
-1 de solução de silicato (Na2SiO3.9H2O), 1 mL 
L-1 de solução de metais-traço, 1 mL L-1 de solução de vitaminas e 1 mL L-1 de solução-tampão 
TRIS (C4H11NO3). As soluções foram preparadas de acordo com Lourenço (2006), seguindo as 
concentrações conforme Tabela 3.1.  
Todas as soluções foram preparadas com água destilada e esterilizadas em autoclave 
(121 °C por 15 min). As vitaminas foram esterilizadas por filtração em membrana de celulose 
0,22 µm. 
O inóculo foi preparado de maneira igual para os experimentos dos Capítulos 4, 5 e 6 
e 7 deste trabalho. O inóculo foi cultivado em um frasco Erlenmeyer de 500 mL contendo 240 
mL de volume de cultura (diluição de 1:10 (volume de cultura : volume de meio de cultura)) 
utilizado meio de cultura f/2 (GUILLARD; RYTHER, 1962) modificado na concentração de 
nitrogênio (300 mg L-1 de NaNO3). O inóculo foi mantido em agitador rotatório (Oxylab, Oxy 
304 T) nas seguintes condições: 28 °C durante 7 dias, iluminação contínua 5,0 klx (equivalente 




Tabela 3.1. Concentração das soluções para suplementação do meio base 
Solução estoque Composto Concentração (mg L-1) 
Solução de fosfato NaH2PO3.H2O 5 000 
Solução de silicato Na2SiO3.9H2O 30 000 
Solução de TRIS/HCL C4H11NO3 250 000 
 CuSO4.5H2O 9,8 
 ZnSO4. 7H2O 22 
Solução de metais-traço CoCl2.6H2O 10 
 MnCl2.4H2O 180 
 Na2MoO4.4H2O 6,3 
 Na2EDTA 4,36 
 FeCl3.6H2O 3,15 
  Tiamina 100 
Solução de vitaminas Cianocobalamina 0,5 
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Abstract 
The interest in microalga as a food supplement has grown due their high contents of carotenoids, 
polyunsaturated fatty acids and proteins. This study evaluated the effect of different 
temperatures (22, 27 or 32 °C) and sodium nitrate concentrations (12, 24, 36, 48 or 60 mg L-1 
of N-NO3) in culture medium on Heterochlorella luteoviridis biomass production and 
composition. The highest biomass concentration (3.35 g L-1) was observed at the highest N-
NO3 concentration. The N-NO3 concentration positively affected protein, carbohydrate and 
carotenoids contents of biomass. On the other hand, cells cultured at the lowest N-NO3 
concentration showed a slight increment in lipid content. The major carotenoid was lutein (30.7 
± 1.4 % of total carotenoids), and the polyunsaturated fatty acids were 37±2 % of total fatty 
acids. Low temperature improved the biosynthesis of ω3 type fatty acids by lowering the ω6:ω3 
ratio. Overall, our results indicate H. luteoviridis can yield high biomass concentration under 
autotrophic growth, resulting in a biomass rich in carotenoids, mainly lutein, and ω3 
polyunsaturated fatty acids. 
KEYWORDS: nitrogen; temperature; lipids; omega-3; carotenoids; microalga. 
4.1 Introduction 
Microalgae are photosynthetic microorganisms that require light energy and carbon 
dioxide (CO2) for their growth and production of high value compounds, such as carotenoids 
and polyunsaturated fatty acids. Microalgae biomasses can also be rich in proteins, lipids and 
carbohydrates (BOROWITZKA, 1992; MARKOU & NERANTZIS, 2013; METTING & 
PYNE, 1986; PANCHA et al., 2014). Microalgae lipids contain important polyunsaturated fatty 
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acids, such as linoleic acid (LA), α-linolenic acid (ALA), eicosapentaenoic acid (EPA) and 
docosahexaenoic acid (DHA) (HULTBERG et al., 2014; MARKOU & NERANTZIS, 2013). 
All-trans-lutein (xanthophyll) and all-trans-β-carotene are among the major carotenoids found 
in microalgae biomass (RODRIGUES et al., 2014). 
The growing demand of natural foods has increased the interest on carotenoids as 
colorants by the food industry (CHACÓN-LEE & GONZÁLEZ-MARIÑO, 2010; JIN et al., 
2003; SAHU et al., 2013). In the last decades, several authors have studied carotenogenesis in 
order to improve carotenoid biosynthesis efficiency and evaluate microorganisms, such as 
microalgae, bacteria and cyanobacteria (SCHROEDER & JOHNSON, 1995), fungi and yeast 
(AKSU & EREN, 2005; BUZZINI et al., 2005) to increase pigments production on an industrial 
scale. However, culture medium composition, such as carbon and nitrogen sources (AKSU & 
EREN, 2005), and the presence of metals, salts and chemical agents (BUZZINI et al., 2005) are 
factors that still need research in order to optimize the process of carotenoids production in 
different species of microorganisms. Some investigations have shown an increase in carotenoid 
content of Dunaliella salina cultured under several light intensities (ORSET & YOUNG, 1999) 
and micronutrient stress, such as, iron, zinc and manganese (SAHA et al., 2013). 
Temperature plays an important role in microalgae metabolism, particularly in the lipids 
synthesis, which affects fatty acid composition (RENAUD et al., 2002; SUSHCHIK et al., 
2003; VENKATA et al., 2014). Nitrogen is essential for protein and chlorophyll synthesis, 
which is another key factor that affects microalgae growth (CHENG et al., 2013). Nitrogen 
concentration limitation during cultivation is responsible for altering cellular metabolism and 
exerting a significant function in lipid synthesis accumulation in microalgae biomass, specially 
saturated and monounsaturated fatty acids (CONVERTI et al., 2009; OLOFSSON et al., 2014). 
In addition to specific factors of cultivation, the selection of microalgae is another 
important factor, because the biochemical and physiological responses to changes in the 
cultivation conditions vary according to specific species (SINGH et al., 2015). The basic 
knowledge of algal physiology is important, since the success of algal biotechnology depends 
on choosing the right algae with the required properties for a specific product or culture 
conditions (PULZ & GROSS, 2004).  
The microalga specie Chlorella luteoviridis was commercialized as food supplement in 
the European Union market prior to 1997, so it is not subject to the Novel Food Regulation 
(EC) No. 258/97 (CHAMPENOIS et al., 2014). After a taxonomic revision, C. luteoviridis was 
47 
 
recently reclassified as Heterochlorella luteoviridis (NEUSTUPA et al., 2009). Considering 
that information on the metabolic versatility of microalgae Heterochlorella luteoviridis (former 
Chlorella luteoviridis) are few, this study investigated the effect of temperature and nitrogen 
concentration on biomass composition of H. luteoviridis, namely, proteins, lipids, 
carbohydrates and carotenoids.  
4.2 Materials and Methods 
4.2.1 Microalgae and cultivation condition 
The microalgae Heterochlorella luteoviridis BE002 was obtained from the culture 
collection of the Department of Marine Biology, Federal University Fluminense (Niterói, Rio 
de Janeiro, RJ, Brazil), where certified stocks are kept and can be requested. The cells were 
maintained in the Bioengineering Laboratory (ICTA/UFRGS) in f/2 medium (GUILLARD; 
RYTHER, 1962) at 22 °C in a germination chamber under a 12/12 h (light/dark) photoperiod. 
The inoculum (240 mL) was grown in rotatory shaker at the following conditions: 28 °C, 14 
days, continuous illumination 5.0 klx (equivalent to 70 µE m-2 s-1) and initial pH 8.5. 
The cultures were performed in flat-plate airlift photobioreactors (PBRs) with 2.4 L 
working volume (KOCHEM et al., 2014), aerated at 1 L min-1 of CO2-enriched air (1% volume 
fraction) and continuously illuminated at 18.0 klx at the riser side by a panel of electronic lamps 
(24 × 13 W cool light, equivalent to 252 µE m-2 s-1). The microalga was grown in f/2 medium 
modified in its NaNO3 concentration according to a hexagonal experimental design 
(DOEHLERT, 1970) using two variables: temperature (22, 27 and 32 °C) and NaNO3 content 
(75, 150, 225, 300 and 375 mg L-1), which contains 16.4 % of nitrogen (N-NO3), corresponding 
to 12, 24, 36, 48 and 60 mg L-1 of N-NO3, respectively. These values were chosen based on 
data previously reported (JARENKOW et al., 2015; SINGH & SINGH, 2015). 
During the cultivations, 1 mL L-1 of phosphate solution and 1 mL L-1 of trace metals 
solution, prepared according to Chagas et al. (2015), were added daily to the PBRs. All cultures 
were performed 4 times. During the cultures, the biomass concentration was measured by 
optical density at 750 nm (OD750) (CHAGAS et al., 2015) and correlated with dry cell weight 
(X) by the following equation: 
 1 750g L 0.81  X OD      2 0.979R      (4.1) 
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At the end of 7 days, the biomass content of the PBRs was centrifuged (10 000 × g, 10 
min), frozen, lyophilized and stored (-22 °C) for further analysis. Biomass productivity was 
determined as the biomass difference between the end of the growth phase and the beginning 
of the culture, divided by the respective cultivation time. 
4.2.2. Determination of lipids and fatty acid methyl esters (FAMEs) 
The total lipid content was measured by the method described by Bligh & Dyer (1959) 
using 0.50 g of freeze-dried biomass. For FAME identification, the extracted lipids were 
methylated with a 14 % BF3-methanol solution at an ebullition temperature for 30 min under a 
N2 atmosphere following the method of Joseph & Ackman (1992). The fatty acids were 
identified using gas chromatography (GC Model 2010, Shimadzu, Kyoto, Japan) equipped with 
automated sampler and injector, flame ionization detector and a capillary column of fused silica 
(SBL 100, Shimadzu, 30 m × 0.25 mm i.d., 0.25 m film thickness). The solvent used was 
hexane, and the injector temperature was set at 240 °C. The carrier gas was H2 at a constant 
flow of 1 mL min-1. The flame ionization detector (FID) was set at 260 °C with a H2 flow of 40 
mL min-1 and air flow at 400 mL min-1. The oven temperature was set at 50 °C for 1 min and 
then increased to 250 °C at a gradient of 10 °C min-1.  
The identification of each fatty acid was performed comparing the retention time with 
a standard mixture of fatty acid methyl esters (FAME-MIX 37 standard Sigma®). Moreover, 
the identification was confirmed by the injection of the sample in a gas chromatography with 
mass spectrometer detector (GC-MS Model QP2010, Shimadzu, Kyoto, Japan). The 
quantification of the fatty acids was performed according to the AOAC method (AOCS, 1997). 
4.2.3 Determination of carbohydrates and proteins 
The carbohydrate content was measured after acid hydrolysis of the microalgae 
biomass. The supernatant was used for carbohydrate measurement by the phenol-sulfuric acid 
method (DUBOIS et al., 1956). The protein solution was prepared as described by Li et al. 
(2015) with modifications. Firstly, the biomass was hydrated overnight at with 5 mL of distilled 
water (T < 5 °C). The biomass-water suspension was centrifuged (3000 × g, 10 min) and 1 mL 
of NaOH (1 N) was added to the pellet, mixed using a vortex, and heated to 95 °C for 20 min. 
The alkaline lyse was neutralized with 0.5 mL of HCl (1.6 N). The samples were cooled to 
room temperature and centrifuged (3000 ×g, 10 min). The protein content was measured in the 
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supernatant by the Lowry method (LOWRY et al., 1951). The calibration curve was prepared 
using BSA dissolved in distilled water.  
4.2.5 Determination of carotenoids 
The extraction was conducted according to the adapted method described by Mandelli 
et al. (2012) using 20 mg of freeze-dried biomass. To determine the carotenoids’ composition, 
the dry extract was dissolved in MeOH/MTBE (70:30, v/v) and analyzed by HPLC-DAD-MS2. 
The carotenoids were separated on a C30 YMC column (5 m, 250 x 4.6 mm i.d.) (Waters, 
Wilmington, USA) at a flow rate of 0.9 mL min-1 and column temperature at 29 °C using a 
linear gradient mobile phase of methanol/MTBE from 95:5 to 70:30 in 30 min, followed by 
50:50 in 20 min and maintaining this proportion for 15 min (RODRIGUES et al., 2014). The 
carotenoids were identified in an HPLC (Shimadzu, Kyoto, Japan) equipped with binary pump 
(model LC-20AD) and an online degasser connected in series with a diode array detector 
(DAD) and a mass spectrometer (MS) with an iron trap analyzer and atmospheric pressure 
chemical ionization (APCI) source (Bruker Daltonics, Esquire model 6000, Bremen, Germany). 
The HPLC-DAD-MS2 parameters were set using the same conditions as previously described 
by De Rosso & Mercadante (2007). The quantification of carotenoids was performed using a 
Waters HPLC 2695 series system (Wilmington, EUA) equipped with a diode array detector 
(Waters 2998 dual series). The carotenoids were quantified using a nine-point analytical curve 
of all-trans-β-carotene (0.13 to 15 mg L-1). The analytical curve was linear (R² = 0.998), the 
detection limit was 0.9 mg L-1 and the quantification limit was 2.8 mg L-1. 
4.2.6 Statistical analysis 
The effects of variables (temperature and nitrogen) on each response were evaluated 
by multiple linear regression using a quadratic model and validated by analysis of variance 
(ANOVA). Fatty acids composition was analysed using principal component analysis. The 
results were also compared using the Tukey test at a 5 % significance level. All statistical 
analyses were performed using Statistic 12.0 (StatSoft, Inc.). 
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4.3. Results and Discussion 
4.3.1 Biomass 
The biomass concentration was only affected by the nitrogen concentration 
(p=2.9×10-9, R2=0.75). The culture with the highest nitrogen concentration presented the 
highest final biomass (3.35 g L-1), which was 2.3-fold higher than the biomass of the culture 
with the lowest nitrogen concentration (1.43 g L-1) (Figure 4.1a). According to Juneja et al. 
(2013), nitrogen deficiency leads to nutritional changes associated with stress conditions, 
causing a decrease on biomass formation.  
 
Figure 4.1. Kinetics of (a) biomass growth and (b) nitrogen consumption of H. luteoviridis cultured 
under different temperatures and initial NaNO3 concentrations. (■) 12 mgL-1 N-NO3, 27°C; (▲) 24 mg 
L-1N-NO3, 22 °C; (▼) 24 mg L-1 N-NO3, 32 °C; (♦) 36 mg L-1 N-NO3, 27 °C; (►) 48 mg L-1 N-NO3, 
22 °C; (◄) 48 mg L-1 N-NO3, 32 °C; (●) 60 mg L-1 N-NO3, 27 °C. Error bars represent the standard 
deviation between the four repetitions of each culture condition (n = 4) 
The biomass concentration of 3.35 g L-1 is considered high for autotrophic culture 
(CO2 as sole carbon source) and was achieved in a relatively short time (7 days), biomass 
productivity of 0.48 g L-1 d-1. The high productivity can be attributed to the innate 
characteristics of H. luteoviridis, which have been poorly explored up to now, but they can also 
be attributed to the photobioreactor performance, which already allowed high specific growth 
rates using other microalgae species (KOCHEM et al., 2014). Similar biomass concentrations 
using autotrophic cultures were achieved with other Chlorella species, however, with lower 
productivities. Autotrophic culture is the usual condition to grow microalgae (CHEN et al., 
2011; PEREZ-GARCIA & BASHAN, 2015), although Chlorella vulgaris biomass increased 
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4.8 times in an heterotrophic culture (using organic carbon) when compared to an autotrophic 
culture (PEREZ-GARCIA et al., 2010). However, heterotrophic cultures require costly carbon, 
which raises the long-term operation cost of the process (PEREZ-GARCIA & BASHAN, 
2015). Autotrophic cultures contribute to a reduction of the greenhouse effect by using CO2 as 
the carbon source, and the optimization of nutrients and cultures conditions can increase 
biomass productivity. 
4.3.2 Biomass composition: carbohydrates, proteins and lipids 
The composition of H. luteoviridis BE002 biomass was affected by growth conditions. 
Nitrogen concentration and temperature affected both the carbohydrate 
(p = 3.7×10-5, R2= 0.68) and protein (p = 5.8×10-9, R2 = 0.87) contents of the biomass. At low 
temperature, the nitrogen concentration did not affect the carbohydrate content, while at high 
temperatures, increases in nitrogen concentration increased carbohydrate content (Figure 4.2a). 
The protein content also increased with the nitrogen concentration; however, this behavior was 
stronger at low temperatures (Figure 4.2b). The highest protein content (138 mg g-1) was found 
in the culture with the highest nitrogen concentration (60 mg L-1 N-NO3). This value was 45 % 
higher than that observed in the culture with the lowest nitrogen concentration 
(12 mg L-1 N-NO3) when both were at 27 °C. The effect of the temperature was less pronounced 
and dependent of nitrogen concentration. At low nitrogen concentration, the protein content 
increased with temperature, while for high nitrogen concentration, the protein content decreased 
as the temperature increased. 
 
Figure 4.2. Response surfaces for (a) total carbohydrate (mg g-1) and (b) protein (mg g-1) contents in 
the biomass of H. luteoviridis grown under different temperatures and nitrogen concentrations 
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Similar results were found for other microalgae genus, such as Chlorella zofingiensis, 
Isochrysis sp. and Prymnesiophyte (NT19). The reduction in the protein content of 
Isochrysis sp. (T.ISO) and Prymnesiophyte (NT19) biomasses was attributed to elevated 
temperatures (33 °C to 35 °C), and this result may be associated to the breakdown of protein 
structure and interference with enzyme regulators (RENAUD et al., 2002). Nitrogen is essential 
for protein synthesis (IKARAN et al., 2015; JUNEJA et al., 2013; ZHU et al., 2014), so the 
decrease in protein synthesis by microalga cells is a natural response to nitrogen starvation 
(ZHU et al., 2015).   
The synthesis of carbohydrates was also affected by nitrogen concentration. Similar to 
protein, the highest carbohydrate content (631 mg g-1) was observed in the culture with the 
highest nitrogen concentration (60 mg L-1 N-NO3) at 27 °C. This value was 19.3 % higher than 
that observed in the cultivation with the lowest nitrogen concentration (529 mg g-1) at the same 
temperature. These results are different than those found by other authors, who reported an 
increase in carbohydrate content of microalgae biomass culture under nitrogen starvation 
(PANCHA et al., 2014). 
Microalgae metabolism under nitrogen starvation decreases protein biosynthesis 
(ZHU et al., 2015) and directs it to lipid and carbohydrate biosynthesis (FAN et al., 2012; HO 
et al., 2012). As carbohydrate synthesis requires less energy, carbohydrates are synthesized 
before lipids in a rapid response to environmental stress (ZHU et al., 2014). However, after a 
long period under nitrogen starvation, photosynthesis efficiency decreases, and cells start to 
metabolize carbohydrates as energy and carbon sources (WANG et al., 2014). This may explain 
the lower carbohydrate content in cultures with low nitrate concentrations, since in these 
cultures, nitrogen reached zero at about 72 h of culture (Figure 4.1b) and persisted longer under 
nitrogen stress compared to cultures with high nitrate concentration, where nitrogen reached 
zero between 96 h and 120 h. 
Persisting longer under nitrogen starvation during microalgae cultivation can lead to 
high lipid synthesis. A study demonstrated that the lipid synthesis rate started to increase after 
120 h nitrogen starvation (ZHU et al., 2014). In our study, the lipid content of biomass 
decreased with increased nitrogen concentration (p = 0.0016, R2 = 0.70, Figure 4.3), ranging 
between 82.5 mg g-1 and 99.1 mg g-1 as nitrogen decreased from to 60 mg L-1 to 12 mg L-1 
N-NO3 (Figure 4.3). This negative effect of nitrogen concentration on lipid synthesis by 
microalgae is well described in the literature (CONVERTI et al., 2009; JUNEJA et al., 2013; 
PANCHA et al., 2014). The temperature showed no effect on lipid synthesis by H. luteoviridis 
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BE002. However, a study with Chlorella vulgaris showed a 40 % decrease on lipid content in 
the biomass when temperature increased from 25 to 30 °C (CONVERTI et al., 2009).  
 
Figure 4.3. Lipid content in biomass of H. luteoviridis grown under different of nitrogen 
concentrations. Error bars represent the standard deviation between the four repetitions of each culture 
condition (n = 4) 
4.3.3 Identification and quantification of lipid fraction  
The lipid fraction was characterized by the identification and quantification of 
carotenoids and fatty acids. 
4.3.3.1 Carotenoids 
Eleven carotenoids were identified in H. luteoviridis biomass (Table 4.1, Figure 4.1a). 
The major carotenoids were all-trans-lutein, all-trans-α-carotene, all-trans-β-carotene and all-
trans-zeaxanthin. Both nitrogen concentration and temperature affected the content of 
carotenoids in the biomass. The highest carotenoid content of the biomass (2.47 mg g-1) was 
achieved in culture with the highest nitrogen concentration (60 mg L-1 N-NO3 at 27 °C). It was 
1.5-fold higher than the carotenoid content in the culture with standard medium (12 mg L-1 of 
N-NO3). Nitrogen starvation interferes on carotenoid accumulation. There may be a change in 
the balance of enzymes that leads to a change in the synthesis of chlorophyll and, therefore, an 
increase in carotenoids (CHRISTAKI et al., 2013; JUNEJA et al., 2013). 
The carotenoids were separated into two groups: xanthophylls and carotenes. The 
content of the xanthophylls increased linearly with nitrogen concentration and slightly 
decreased with temperature (p = 3.6 × 10-6, R2 = 0.70, Figure 4.4a), whereas the content of the 
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carotenes was not affected by temperature. The content of the carotenes increased with nitrogen 
concentration (p = 6.1 × 10-7, R2 = 0.74), and the highest contents were in the range of 36 mg L-1 
to 60 mg L-1 N-NO3 (Figure 4.4b).  
The highest values found for all-trans-α-carotene and all-trans-β-carotene contents 
were 0.40 mg g-1 and 0.39 mg g-1 of biomass, respectively. The all-trans-β-carotene content 
showed little variation among the tested conditions, while the all-trans-β-carotene increased 





Table 4 1 Composition of carotenoids (mg g-1) H. luteoviridis grown under different temperatures and nitrogen concentrations* 
Temperature (°C) 27 27 22 32 32 22 27 
Nitrogen (mg L-1) 12 60 24 24 48 48 36 
all-trans-violaxanthin 0.03 ± 0.01c 0.11 ± 0.05ab 0.03 ± 0.01c 0.05 ± 0,01bc 0.13 ± 0,04a 0.06 ± 0.02bc 0.08 ± 0.01abc 
cis-violaxanthin 0.04 ± 0.00d 0.11 ± 0.01ab 0.10 ± 0.02abc 0.07 ± 0.01cd 0.12 ± 0.03a 0.09 ± 0.02abc 0.08 ± 0.01bc 
9-cis-violaxanthin 0.02 ± 0.01a 0.02 ± 0,01a 0.02 ± 0.00a 0.01 ± 0.00a 0.02 ± 0.01a 0.02 ± 0.00a 0.02 ± 0.00a 
13-cis-lutein 0.05 ± 0.01b 0.05 ± 0.01b 0.05 ± 0.01b 0.06 ± 0.01b 0.10 ± 0.01a 0.07 ± 0.01b 0.10 ± 0.01a 
13’-cis-lutein 0.02 ± 0.00b 0.03 ± 0.00a 0.02 ± 0.00a 0.02 ± 0.00b 0.02 ± 0.00a 0.03 ± 0.00a 0.02 ± 0.00ab 
all-trans-lutein 0.44 ± 0.06b 0.76 ± 0.06a 0.71 ± 0,14a 0.61 ± 0.09ab 0.77 ± 0.09a 0.70 ± 0.13a 0.65 ± 0.05a 
all-trans-zeaxanthin 0.24 ± 0.02b 0.35 ± 0.02a 0.36 ± 0.04a 0.23 ± 0.02b 0.19 ± 0.01b 0.35 ± 0.01a 0.19 ± 0.02b 
cis-zeaxanthin 0.01 ± 0.00c 0.02 ± 0.00ab 0.01 ± 0.00abc 0.01 ± 0.00bc 0.02 ± 0.00bc 0.02 ± 0.00a 0.01 ± 0,00bc 
15-cis-β-carotene 0.03 ± 0,00a 0.03 ± 0.00a 0.03 ± 0.00a 0.03 ± 0.00a 0.04 ± 0.01a 0.03 ± 0.00a 0.03 ± 0.00a 
all-trans-α-carotene 0.24 ± 0.04d 0.35 ± 0.03ab 0.27 ± 0.08cd 0.30 ± 0.05bcd 0.40 ± 0.04a 0.27 ± 0.03bcd 0.32 ± 0.04bc 
13-cis-β-caroteno 0.07 ± 0,01d 0.14 ± 0,01a 0.12 ± 0.04ab 0.07 ± 0.01cd 0.10 ± 0.00bc 0.12 ± 0.01ab 0.13 ± 0.02ab 
all-trans-β-carotene 0.30 ± 0.03b 0.36 ± 0.03ab 0.35 ± 0.06ab 0.33 ± 0.04ab 0.39 ± 0.02a 0.35 ± 0.03ab 0.39 ± 0.02a 
9-cis-β-carotene 0.13 ± 0.02c 0.18 ± 0.00ab 0.18 ± 0.05ab 0.14 ± 0.02bc 0.15 ± 0.00abc 0.18 ± 0.04ab 0.19 ± 0.03a 
Total xantophylls 0.84 ± 0.09c 1.44 ± 0.11a 1.29 ± 0.15ab 1.06 ± 0.11bc 1.38 ± 0.06ab 1.33 ± 0.08ab 1.16 ± 0.09abc 
Total carotenes 0.76 ± 0.09a 1.06 ± 0.04a 0.94 ± 0.20a 0.87 ± 0.09a 1.08 ± 0.05a 0.95 ± 0.07a 1.06 ± 0.04a 
Total carotenoids 1.59 ± 0,17b 2.50 ± 0.10a 2.23 ± 0.35a 1.93 ± 0.18ab 2.46 ± 0.10a 2.28 ± 0.15a 2.22 ± 0.06 ab 






Figure 4.4. Response surfaces for (a) xanthophyll (mg g-1) and (b) carotene (mg g-1) contents in the 
biomass of H. luteoviridis grown under different temperatures and nitrogen concentrations  
 
The highest values found for all-trans-lutein and all-trans-zeaxanthin were 0.77 mg g-1 
and 0.39 mg g-1, respectively. The results indicate a strong negative effect of temperature on 
all-trans-zeaxanthin than on all-trans-lutein contents. Porphyridium purpureum biomass also 
showed high zeaxanthin content when cultured between 20 °C and 22 °C (GUIHÉNEUF and 
STENGEL, 2015). 
The positive effect of nitrogen on xanthophyll accumulation by H. luteoviridis could 
be linked to the positive effect of nitrogen on biomass growth, i.e., high xanthophylls content 
helps to keep protein synthesis in optimal growth conditions (CORDERO et al., 2011). The 
results showed the possibility of increasing levels of lutein in the biomass by increasing the 
concentration of nitrogen in optimal growth conditions. 
4.3.3.2 Total fatty acids  
The qualitative profile of fatty acids of the microalgae H. luteoviridis was similar in 
all growth conditions (Table 4.2). The same fatty acids were also identified in other microalga 
species (PRAVEENKUMAR et al., 2012; ZHUKOVA & AIZDAICHER, 1995). The changes 
in fatty acid composition were statistically analysed Tukey test. The saturated fatty acids (SFA) 
were about 50 % of the total fatty acids, i.e., the hexadecanoic acid (C16:0) the major SFA 
identified in all culture conditions, followed by octadecanoic acid (C18:0); C16:0 content was 
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higher at high temperatures and low nitrogen concentration, while C18:0 content increased at 
low temperatures and high nitrogen.  
The monounsaturated fatty acids (MUFA) content ranged from 9.6 % to 14.7 % of the 
total fatty acids. The major MUFA was C18:1n-6, followed by C16:1n-9 and C18:1n-9. The 
two formers were favoured at high temperatures, while C18:1n9 increased in the biomass 
cultured at low temperature. 
The polyunsaturated fatty acids (PUFA) content ranged from 34.4 % to 40.7 % of total 
fatty acids. The essential fatty acids linoleic acid (LA, C18:2n-6) and α-linolenic acid (ALA, 
C18:3n3) constitute the major components of PUFAs. Other important PUFAs as 
eicosapentaenoic acid (EPA, C20:5n-3) and docosahexaenoic acid (DHA 22:6n-3) were also 
present among H. luteoviridis PUFAs. ALA and DHA synthesis were favored when cells grew 
at low temperatures, while LA was synthesized at high temperatures.  The relationship between 
temperature and the contents of MUFAs and PUFAs may be explained by changes in the 
fluidity of the phospholipids of the cellular membrane layers, which depends on the 
unsaturation degree of the fatty acids. EPA content was independent of the temperature and 
favoured when cells are cultured at high nitrogen concentrations.  
The ingestion of omega 3 fatty acids (ω3) such as ALA, EPA and DHA are associated 
with low incidence of myocardial infarction, chronic inflammation and autoimmune disorders 
and in high doses to cardiovascular diseases (CALDER, 2008; SCHACKY, 2000; 
SIMOPOULOS, 2002). LA is an essential omega 6 fatty acid (ω6). Besides being rich in ω3 
fatty acids, H. luteoviridis also showed a low 𝜔6:ω3 ratio LA:ALA, (Table 4.2) around 2:1. A 
low ω6:ω3 ratio in diet was associated with a reduction of 45 % in deaths from heart diseases, 
while the high 𝜔6:ω3 ratio may increase the risk of inflammatory diseases (RUSSO, 2009; 
SIMOPOULOS, 2002). Simopoulos (2004) reported an increase in ω 6 consumption in recent 
decades, with an actual 𝜔6:ω3 ratio ranging from 10:1 to 20:1.  This increase in ω6 consumption 







Table 4.2. Fatty acids composition of H. luteoviridis grown under different temperatures and nitrogen 
concentrations* 
*Mean ± standard deviation; means with the same letter in the same line does not present significant difference by Tukey test 
at a significance level of 5 %. 
 
Temperature (°C) 27 27 22 32 32 22 27 
Nitrogen (mg L-1) 12 60 24 24 48 48 36 
Saturated fatty acids (% of total fatty acids) 
14:0 1.4 ± 0.1ab 1.5 ± 0.1 ab 2.0 ± 0.0 a 0.7 ± 0.1 ab 0.8  ± 0.1 b 1.7 ± 0.0 ab 1.4 ± 0.1 ab 
16:0 47.6 ± 0.9a 42.6 ± 0.2 cd 44.1 ± 0.0 bc 46.6 ± 0.2 ab 44.2 ± 0.7 bc 40.9 ± 1.4 d 44.7 ± 1.8 bc 
18:0 2.7 ± 0.3 bc 4.8 ± 0.4 a 4.3 ± 0.4 ab 2.0 ± 0.4 c 2.7 ± 0.8 bc 4.8 ± 0.4 a 4.0 ± 1.0 ab 
20:0  0.1 ± 0.0 ab 0.1 ± 0.0 ab 0.2 ± 0.1 a 0.1 ± 0.0 ab 0.1 ± 0.0 b 0.1 ± 0.0 b 0.1 ± 0.0 ab 
22:0 0.5 ± 0.0 ab 0.6 ± 0.0 ab 0.7 ± 0.1 a 0.3 ± 0.0 b 0.3 ± 0.1 b 0.5 ± 0.2 ab 0.5 ± 0.2 ab 
24:0 0.7 ± 0.0 bc 0.5 ± 0.0 c 1.1 ± 0.0 a 0.4 ± 0.0 d 0.3 ± 0.0 d 1.0 ± 0.3 a 0.8 ± 0.1 b 
Total  52.9 ± 1.2 a 50.0  ± 0.7bc 52.2 ± 0.5 ab 50.2 ± 0.7 bc 48.5 ± 0.6 c 49.0 ± 1.2 c 51.4 ± 0.7 ab 
Monounsaturated fatty acids (% of total fatty acids) 
14:1 0.3 ± 0.0ab 0.4 ± 0.0ab 0.4 ± 0.0 ab 0.4 ± 0.0 ab 0.4 ± 0.0 a 0.3 ± 0.1 b 0.3 ± 0.1 ab 
16:1n-9 2.2 ± 0.5 bc 2.6 ± 0.6 bc 1.6 ± 0.2 c 3.1 ± 0.5 ab 3.8 ± 0.4 a 1.7 ± 0.8 c 2.6 ± 0.9 abc 
16:1n-7 0.2 ± 0.0 b 0.3 ± 0.0 ab 0.3 ± 0.0 ab 0.3 ± 0.0 ab 0.4 ± 0.0 a 0.4 ± 0.2 ab 0.2 ± 0.0 ab 
18:1n-6 7.2 ± 0.6 ab 5.4 ± 1.1 bcd 4.0 ± 0.2 cd 8.8 ± 0.4 a 7.2 ± 1.6 ab 3.3 ± 0.8 d 6.0 ± 1.2 bc 
18:1n-9 2.7 ± 0.0 b 3.2 ± 0.1 b 3.3 ± 0.1 b 2.7 ± 0.1 b 3.0 ± 0.0 b 4.6 ± 0.7 a 2.8 ± 0.2 b 
Total  12.5 ± 0.1 abc 11.7 ± 1.6 abc 9.6 ± 0.5c 15.2 ± 0.9 a 14.7 ± 2.1 ab 10.3  ± 2.7 bc 12.0 ± 2.0abc 
Polyunsaturated fatty acids (% of total fatty acids) 
18:2n-6 20.6 ± 0.9 b 21.0 ± 0.2 b 18.8 ± 0.4 c 23.8 ± 0.4 a 25.3 ± 0.2 a 18.5 ± 0.2 c 20.4 ± 0.8 b 
18:3n-6 0.4 ± 0.0 cd 0.8 ± 0.2 b 0.7 ± 0.1 bc 0.4 ± 0.0 d 0.6 ± 0.2 bcd 1.1 ± 0.1 a 0.6 ± 0.2 bcd 
18:3n-3 8.3 ± 0.2 b 9.5 ± 0.1 b 11.2 ± 0.5 a 5.1 ± 0.5 c 5.5 ± 0.7 c 12.4 ± 1.1 a 8.8 ± 0.7 b 
20:4n-6 1.4 ± 0.1 cd 2.3 ± 0.2 bc 2.8 ± 0.1 ab 1.1 ± 0.1 d 1.3 ± 0.2 d 3.8 ± 0.6 a 2.6 ± 0.9 b 
20:3n-3 0.2 ± 0.0 a 0.1 ± 0.0 b 0.2 ± 0.0 a 0.1 ± 0.0 ab 0.1 ± 0.0 b 0.2 ± 0.0 ab 0.1 ± 0.0 ab 
20:5n-3 1.6 ± 0.0 d 2.7 ± 0.0 ab 1.9 ± 0.0 cd 2.4 ± 0.0 abc 2.7 ± 0.4 a 2.6 ± 0.1 ab 2.2 ± 0.3 bc 
22:4n-3 1.2 ± 0.1 a 1.4 ± 0.0 a 1.5 ± 0.1 a 1.3 ± 0.1 a 1.2 ± 0.1 a 1.3 ± 0.2 a 1.3 ± 0.4 a 
22:6n-3 0.8 ± 0.1 c 0.5 ± 0.0 d 1.2 ± 0.0 a 0.3 ± 0.0 e 0.2 ± 0.0 e 1.0 ± 0.0 b 0.6 ± 0.0 d 
Total   34.4 ± 1.31c 38.3 ± 0.9ab 38.2 ± 0.5 ab 34.6 ± 0.3 c 36.8 ± 1.7bc 40. 7 ± 1.7a 36.8 ± 1.5bc 




In summary, Heterochlorella luteoviridis proved to be an important source of bioactive 
compounds such as xanthophylls, carotenes and polyunsaturated fatty acids. Our results show 
that it was possible to improve the growth conditions and, at the same time, induce the 
biosynthesis of these compounds of interest. High nitrogen concentration in culture medium 
induces biomass growth along with proteins, carotenoids and EPA biosynthesis. Although 
temperature did not affect biomass growth, low temperature induced ω3 fatty acids 
biosynthesis, such as ALA and DHA, and lowered ω6:ω3 ratio. As large-scale microalgae 
production shifts towards the use of photobioreactors instead of open systems, the careful 
control of growth conditions can be used to optimize microalgae production as well to enrich 





CAPÍTULO 8 - CONSIDERAÇÕES FINAIS 
O presente trabalho teve por objetivo desenvolver um sistema de cultivo para 
maximizar a produção de biomassa e compostos de interesse da microalga Heterochlorella 
luteoviridis utilizando o dióxido de carbono (CO2) formado durante a fermentação alcoólica da 
produção de vinho. 
A escolha da microalga Heterochlorella luteoviridis e o CO2 originado da fermentação 
alcoólica da produção do vinho para a realização do experimento reside na possibilidade de 
explorar o potencial de produção de biomassa e compostos originários desta microalga, a qual 
tem pouca expressão no campo da pesquisa nacional e internacional, assim como propor uma 
forma alternativa de aproveitamento de uso do CO2 de fermentação alcoólica, um dos gases 
responsáveis pelo efeito estufa. A produção de biomassa de microalgas e o aproveitamento de 
CO2 de fermentação alcóolica proveniente da produção de vinho pode ser revelar uma 
tecnologia promissora para a produção de compostos importantes para a indústria alimentícia 
humana e animal.  
Na primeira etapa do trabalho, publicada no Artigo 1, foram determinados os 
parâmetros de cultivo que exercem influência na formação e composição da biomassa da 
microalga H. luteoviridis. Avaliou-se a influência da temperatura e do teor de nitrogênio no 
meio de cultivo em cultivos operados em batelada. Os resultados mostraram que a produção de 
biomassa é influenciada pelo aumento da concentração do nitrogênio no meio de cultivo. Além 
disso, o aumento da concentração de nitrogênio resultou também nas maiores concentrações de 
proteína e xantofilas e carotenos. No entanto, o aumento do nitrogênio influenciou 
negativamente na produção de lipídeos. Os maiores valores de proteína foram alcançados em 
temperaturas mais baixas, já a maior concentração de carboidratos foi obtida em culturas com 
temperatura elevada. Além disso, temperatura e concentração de nitrogênio não influenciaram 
o perfil qualitativo de carotenoides e ácidos graxos. Porém, uma maior quantidade de ácidos 
graxos poli-insaturados foi observada em culturas sob temperatura baixa. Os resultados 
positivos alcançados com o aumento da concentração de nitrogênio de cultivo demonstram a 
importância de otimizar as principais variáveis do processo de cultivo de microalgas.  
Na etapa seguinte, diante dos resultados obtidos na etapa 1, realizaram-se 
experimentos com diferentes concentrações de nitrogênio a uma temperatura fixa para 
maximizar a produção de biomassa de H. luteoviridis, visto que na primeira etapa o nitrogênio 
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influenciou no aumento da biomassa. Diante dos resultados positivos sobre o aumento de 
biomassa foi definida a concentração de nitrogênio de 104 mg g-1 (N-NO3) para dar andamento 
nas demais etapas da pesquisa experimental. Essa concentração foi definida a partir da 
constatação estatística de que houve aumento significativo no valor final de carotenoides 
presentes na biomassa. 
Novo cultivo utilizando-se esta concentração de nitrogênio, repetido em triplicata, teve 
como propósito a avaliação da cinética de crescimento, geração de carotenoides, teores de 
proteínas, carboidratos e lipídeos e controle do consumo de nitrogênio. Os dados experimentais 
foram utilizados para modelar matematicamente a cinética do consumo de nitrogênio e do 
crescimento da biomassa da microalga Heterochlorella luteoviridis utilizando modelos 
fenomenológicos descritos na literatura.  
Os modelos cinéticos propostos foram baseados em modelos já apresentados na 
literatura por Droop (1968) e por Monod (1949), e o modelo logístico. As expressões dos 
modelos propostos são diferenciadas pela variação da taxa de consumo de nitrogênio (ρ), da 
velocidade específica de crescimento (µ) e a variação na utilização da cota intracelular de 
nitrogênio (q). Todos os modelos foram capazes de predizer com sucesso a cinética de 
crescimento da biomassa de H. luteoviridis comparando com os dados experimentais. O modelo 
DroopLog proposto neste trabalho apresentou o melhor ajuste com os dados experimentais do 
consumo de nitrogênio. A partir do modelo, foram realizadas simulações de cultivos em modo 
de operação batelada repetida e contínuo com várias taxas de diluição. Diante dos resultados de 
produtividade máxima de biomassa predita, experimentos de validação dos processos foram 
realizados. 
Nessa segunda etapa, os experimentos de cultivo da Heterochlorella luteoviridis foram 
realizados em modo de operação batelada repetida utilizando taxas de diluição nos intervalos 
de tempo de renovação de 24 h e 48 h. Os resultados mostraram que intervalos curtos de 
permanência no fotobiorreator e a existência de uma fase lag não prevista pelo modelo de 
DroopLog influenciaram na falta de estabilidade ao longo dos ciclos e consequentemente na 
baixa produtividade da biomassa experimental quando comparada com a predita. No entanto, 
em culturas testadas com tempo de renovação de 48 h, a produtividade de biomassa foi superior 
à obtida em modo de operação em batelada. Além disso, a composição da biomassa mostrou 
um potencial para produção de carotenoides, ácidos graxos poli-insaturados e proteínas. 
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O modelo de DroopLog também foi utilizado pata simular e otimizar a produtividade 
de biomassa de cultivos contínuos. Os resultados experimentais demonstram que o 
comportamento do crescimento da biomassa de H. luteoviridis em modo contínuo foi previsto 
com sucesso pelo modelo de DroopLog. Além disso, a aplicação do modelo de maneira 
experimental, possibilitou melhorias consideráveis na produtividade volumétrica, e ao mesmo 
tempo manteve a concentração de carotenoides e ácidos graxos poli-insaturados a níveis 
comparados aos obtidos nas culturas operadas em regime de batelada repetida. 
Na etapa seguinte, foram realizados experimentos de produção de vinho, nos quais, a 
levedura utilizada foi do gênero Saccharomyces. Durante a conversão de substrato em produto, 
determinaram-se a quantidade de CO2, acumulado e a taxa de geração de CO2. A partir das 
informações sobre a geração de CO2 montou-se um sistema simultâneo de geração de CO2 
biológico a partir de processos de fermentação alcoólica da fabricação de vinho acoplado 
diretamente ao cultivo contínuo de Heterochlorella luteoviridis. As produtividades 
volumétricas obtidas nesse experimento foram equivalentes às alcançadas em cultura contínua 
utilizando CO2 sintético, indicando que o CO2 biológico pode ser utilizado no cultivo de 
microalgas. A utilização de maior concentração de CO2 demonstrou melhoria significativa na 
produtividade da biomassa e de proteínas. Além disso, as produtividades de carotenoides e 
ácidos graxos obtidas nas culturas com diferentes concentrações de CO2 biológicos foram 
equivalentes as produtividades obtidas com CO2 sintético. 
Em outra etapa realizada na Espanha, em conjunto com grupo de investigação em 
microalgas marinhas da Universidade de Almería, acrescentou-se outra perspectiva de cultivo 
e, por conseguinte, de análise dos resultados. O cultivo da microalga Heterochlorella 
luteoviridis iluminada sob diodos emissores de luz se mostra particularmente atraente pelas 
vantagens proporcionadas por esse sistema de iluminação como, por exemplo, menor consumo 
de energia e de geração de calor quando comparado com o sistema que emprega lâmpadas 
incandescentes e/ou fluorescentes, tradicionalmente usada na produção de biomassa de 
microalgas, e possibilita o fornecimento de luz em qualquer comprimento de onda.  
No experimento, para controle da intensidade de luz a fim de avaliar os efeitos da luz 
LED sob a cultura da microalga Heterochlorella luteoviridis, foi projetado um sistema 
conectado aos fotobiorreatores. Inicialmente, testou-se a luz LED branca quente em diferentes 
intensidades máxima de iluminação e, em seguida, o efeito da intensidade das luzes LED azul 
e vermelha e suas combinações utilizando a mesma intensidade máxima. Por fim, foi realizado 
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experimento no comprimento de onda gerado pela luz LED vermelha variando a intensidade 
luminosa máxima. Os resultados mostraram que o crescimento e a composição da microalga 
Heterochlorella luteoviridis foram influenciados pelos comprimentos de onda específicos e 
pela intensidade de luminosidade máxima. As culturas iluminadas por LED brancos com 
intensidade luminosa máxima de 1500 µmol m-2 s-1 apresentaram maiores produtividades de 
biomassa e carotenoides. Culturas iluminadas sob comprimento de onda da luz vermelha 
apresentaram crescimento superior a culturas iluminadas com LED azuis. No entanto, as 
culturas iluminadas com LED azul apresentaram maior produção de carotenoides comparadas 
com as culturas iluminadas com LED vermelho. 
Em conclusão, os resultados promissores alcançados nesta pesquisa demonstram que 
a microalga H. luteoviridis apresenta um potencial para uso em processos biotecnológicos, uma 
vez que demonstrou ser facilmente adaptada aos diferentes modos de operação de cultura 
empregados neste estudo. Além disso, alta concentração de biomassa obtida em condições de 
meio de cultura com alta concentração de nitrogênio é considerada ótima entre as microalgas 
autotróficas. O estudo demostrou que a utilização de simulação matemática é uma ferramenta 
útil para prever e otimizar culturas de batelada repetida e contínua a partir de modelos 
matemáticos de culturas em batelada. Embora o ajuste do modelo matemático tenha sido 
adequado, o modelo necessita de melhorias para descrever o início da curva de crescimento da 
H. luteoviridis com maior precisão. No sistema de cultivo em batelada repetida com o 
fornecimento frequente de nitrogênio foi possível não somente aumentar a produtividade de 
biomassa, como também de compostos de alto valor como carotenoides e ácidos graxos poli-
insaturados. A utilização do CO2 biológico originado da fermentação do vinho demonstrou ser 
uma alternativa atraente do ponto de vista econômico e ambiental, representando um processo 
interessante para manter a produtividade em culturas da H. luteoviridis. As culturas contínuas 
resultaram em uma biomassa rica em compostos de interesse comercial, como ácidos graxos 
poli-insaturados e carotenoides como a luteína, além de proteínas. A utilização de iluminação 
em culturas da H. luteoviridis simulando a radiação solar por meio da modulação da intensidade 
luminosa máxima e do espectro de comprimento de onda, apresentou resultados potenciais para 
cultivar H. luteoviridis com emprego da luz solar e, devido a isso, a modelagem do bioprocesso 
torna-se uma ferramenta essencial como ponto de partida para futuros estudos de aumento de 




Mediante os resultados alcançados, pode-se elencar algumas sugestões para trabalhos 
futuros, quais sejam: 
 Estudar novos substratos utilizados no cultivo da H. luteoviridis, quanto a seus efeitos sobre o 
rendimento e composição da biomassa. 
 Testar a atividade antioxidante dos carotenoides e carboidratos da H. luteoviridis. 
 Aprimorar o modelo matemático proposto, com adição de termos que melhor representem o 
crescimento da H. luteoviridis cultivada em processo contínuo. 
 Cultivar microalgas com aproveitamento da CO2 da fermentação alcoólica da produção de 
vinho e otimizar esse cultivo com o uso de luzes com diferentes comprimentos de onda e avaliar, 
especialmente quanto às características de fotoadaptação e fotoproteção desenvolvidas pelas 
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APÊNDICE 1. MÉTODOS ANALÍTICOS  
1. Métodos analíticos para os capítulos 4, 5 e 6 
 
1.1 Determinação da concentração da biomassa  
 
A concentração de biomassa foi determinada por correlação da curva de calibração de 
densidade ótica (750 nm) com peso seco (ZHU et al., 2014). Para determinação da curva de 
calibração, diariamente as amostras foram coletadas em duplicata, em seguida fez-se a leitura 
da densidade ótica em espectrofotômetro (Amersham Biosciences, Ultrospec 3100 Pro) e 
centrifugou-se a 3000 × g, durante 20 min, e o sobrenadante foi descartado. Essa operação foi 
repetida com água destilada para eliminar o sal do meio de cultivo e a biomassa resultante foi 
seca em estufa a 75 °C até massa constante. A concentração da biomassa foi obtida pela 
diferença da massa do tubo vazio e do tubo contendo a biomassa seca, considerando o volume 
coletado.  
 
1.2 Determinação da concentração de nitrogênio 
 
A concentração de nitrato foi determinada por espectrofotometria (CATALDO et al., 
1975). As amostras foram coletadas e centrifugadas a 8000 × g por 10 min. Uma alíquota de 
0,25 mL do sobrenadante foi transferida para um Erlenmeyer (125 mL), adicionou-se 0,8 mL 
de solução de ácido salicílico (HC7H5O3) 50 g L
-1 em H2SO4 concentrado, aguardou-se 20 min 
e adicionou-se 19 mL de NaOH 2 mol L-1. A leitura da absorbância a 410 nm foi realizada em 
espectrofotômetro (Amersham Biosciences, Ultrospec 3100 Pro). Os resultados foram 
convertidos em teores de nitrogênio (N-NO3) (mg L
-1), utilizando uma curva analítica 
construída com NaNO3. 
 
1.3 Teor de lipídeos 
 
O teor de lipídeos totais na biomassa foi determinando segundo o método descrito por  
BLIGH & DYER (1959). Uma amostra de 1 g da biomassa foi medida e colocada em um 
recipiente âmbar com tampa. Em seguida adicionou-se uma quantidade de clorofórmio (20 mL), 
metanol (10 mL) e água (10 mL). Na sequência, o conteúdo do frasco foi mantido em agitador 
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magnético por 20 min. Na mistura foram adicionados mais 10 mL de clorofórmio e 10 mL de 
uma solução 10 % de Na2SO4. A mistura resultante foi transferida para um funil de separação. 
A fase inferior foi filtrada em papel filtro contendo 1 g de sulfato de sódio anidro e 5 mL do 
filtrado foram coletados e transferidos para um béquer previamente seco tarado. O béquer foi 
levado para a secagem em estufa a 105 °C por 2 h. O teor de lipídeos foi determinado pela 
diferença entre a massa do béquer após a secagem e a massa do béquer vazio conforme Equação 
(1):  
   𝐶𝐿  =
(𝑚𝑓 −𝑚𝑖)  ×  4
𝑚𝑎 
 
                                                (1) 
      
Em que:  
𝐶𝐿  = Concentração de lipídeos (g g
-1) 
𝑚𝑓 = massa final do béquer (g) 
𝑚𝑖 = massa inicial do béquer vazio (g) 
𝑚𝑎 = massa da amostra (g) 
 
1.4 Teor de lipídeos por SPV (sulpho-phospho-vanillin) 
O teor de lipídeos totais na biomassa durante o cultivo foi determinando segundo o 
método descrito por MISHA et al., (2014). O volume de 1 mL foi coletado do reator diariamente 
e congelado a -22 °C. Para análise, transferiram-se 200 µL dos sobrenadantes para tubos de 
ensaio com tampa. Às amostras foram adicionados 2 mL de ácido sulfúrico concentrado. Em 
seguida, as amostras foram aquecidas por 10 min em água mantida em ebulição em banho-
maria a 100 °C e resfriadas em banho de gelo por 5 min. A seguir, 5 mL de solução fosfato-
vanilina foram adicionados e as amostras foram incubadas no escuro por 15 min. A absorbância 
foi lida em espectrofotômetro (Amersham Biosciences, Ultrospec 3100 Pro) em comprimento 
de onda de 530 nm e relacionada com a curva de calibração. No preparo da curva de calibração 
foi utilizada uma solução mãe com uma concentração 2 g L-1 (0,02 g de óleo de oliva em 10 
mL de clorofórmio).  Dessa solução, 100 µL foram transferidos para tubo Falcon de 15 mL e 
as demais soluções, de concentrações variando de 0,4 mg mL-1 a 1,8 mg mL-1, foram realizadas 
adicionando determinada quantidade da solução mãe e completando com clorofórmio para um 
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volume final de 100 µL. Os tubos foram mantidos em estufa a 60 °C para remoção do 
clorofórmio e, quando o clorofórmio foi evaporado, adicionou-se 200 µL de água destilada em 
cada tubo. Em seguida, prosseguiu-se com a metodologia previamente descrita para as 
amostras. A cada preparo de solução fosfato-vanilina realizou-se uma nova curva de calibração, 
em triplicata. 
 
1.5 Identificação e quantificação dos ácidos graxos 
A determinação dos ácidos graxos foi realizada pelo método descrito por Joseph & 
Ackman (1992), onde os ácidos graxos são determinados na forma de ésteres metílicos de 
ácidos graxos. O filtrado (5 mL) obtido em 1.3 foi transferido para um tubo de ensaio com 
tampa e, previamente, seco sob fluxo de nitrogênio. Em cada tubo foram adicionados 1,5 mL 
de uma solução metanólica de NaOH (0,5 N) e colocados em banho-maria em ebulição por 
5 min. Após resfriar foram adicionados 2 mL de solução comercial de trifluoreto de boro 14 % 
em metanol (BF3 - Sigma®) e novamente transferido para um banho-maria em ebulição por 30 
min. Após o resfriamento da mistura, foram adicionados 2 mL de iso-octano em cada tubo, 
seguido da adição de 5 mL da solução saturada de NaCl e agitado por 30 s manualmente. Após 
separação das fases foi coletado 1 mL do iso-octano contendo os ésteres metílicos e transferido 
para um vial. Em seguida, este 1 mL foi seco sob fluxo de nitrogênio e o extrato seco 
armazenado a –22 °C. Em todas as etapas da extração foi adicionado nitrogênio ao tubo para 
remover o oxigênio. 
O perfil de ácidos graxos foi determinado em cromatógrafo gasoso (GC Modelo 2010, 
Shimadzu, Kyoto, Japão) equipado com injetor automático, detector de ionização de chama 
(FID) e uma coluna capilar de sílica fundida (SBL 100, Shimadzu, 30 m × 0,25 mm, 0,25 mm 
de espessura de filme). O solvente das amostras utilizado foi hexano e a temperatura do injetor 
de 240 °C. O gás de arraste foi o hidrogênio com injeção constante de 1 mL min-1. A 
temperatura do detector de ionização de chama (FID) foi ajustada em 260 °C, com injeção de 
gás hidrogênio a uma taxa de fluxo de 40 mL min-1 e de ar a uma taxa de fluxo em 400 mL 
min-1. A temperatura do forno inicial foi fixada em 50 °C durante 1 min, aumentada para 250 
°C, a uma taxa de 10 °C min-1.  
A identificação de cada ácido graxo encontrado foi realizada comparando o tempo de 
retenção com uma mistura padrão de ésteres metílicos de ácidos graxos (FAME-MIX 37 padrão 
Sigma®). Além disso, a identificação foi verificada por meio de injeção da amostra em 
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cromatógrafo gasosa com detector de espectrometria de massa (GC-MS QP2010 Modelo, 
Shimadzu, Kyoto, Japão). A quantificação dos ácidos graxos foi realizada de acordo com a 
Equação 2 (AOCS, 1997) O padrão interno utilizado foi BHT (hidroxitolueno butilado).  
 
Á𝑐𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑔𝑟𝑎𝑥𝑜𝑠   =
𝑀𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑑𝑜 𝑃𝑖  ×  á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑎 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
Á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑜  𝑃𝑖 ×  𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑑𝑎 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
 ×  𝐹𝐶 ×  𝐹𝐼𝐷𝑥 
                  
(2) 
Em que: 
Ácidos graxos = fração de lipídeos totais (mg g-1) 
𝑃𝑖 = Padrão interno; 
𝐹𝐶 = Fator de correção de metil éster para ácido graxo livre; 
𝐹𝐼𝐷𝑥 = Fator de resposta teórico do detector para cada ácido graxo. 
 
1.6 Teor de carboidratos  
A determinação de carboidratos totais foi realizada pela adição de 1 mL de solução 
aquosa de ácido sulfúrico a 80 % (fração volumétrica) à amostra (20 mg), sendo em seguida 
agitada em vórtex por 1 min. A mistura resultante foi levada para o refrigerador, onde 
permaneceu por 20 h. Após este período, a mistura foi centrifugada a 3000 × g por 20 min. O 
sobrenadante foi usado para a determinação de carboidratos pelo método do Fenol-ácido 
sulfúrico (DUBOIS et al., 1956). Uma alíquota da amostra foi colocada em tubos de ensaio, 
onde foi adicionado 0,5 mL de solução aquosa de fenol 5 % e 2,5 mL de ácido sulfúrico 
concentrado. Entre a adição dos reagentes as amostras foram agitadas em vórtex. Em seguida, 
a mistura resultante foi resfriada em banho-maria a 30 °C durante 20 min. A leitura da 
absorbância foi realizada a 490 nm em espectrofotômetro (Amersham Biosciences, Ultrospec 
3100 Pro). O teor de carboidratos totais foi determinado a partir de uma curva analítica de 
glicose (10 µg mL-1 a 90 µg mL-1). 
 
1.7  Determinação do teor de proteínas 
Para determinação do teor de proteínas na biomassa, as amostras foram hidratadas e 
armazenadas durante 12 h a 4 °C e, em seguida, centrifugadas (3000 × g por 20 min). O 
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sobrenadante foi descartado e ao pellet foram adicionados 5 mL de solução de NaOH (1 mol 
L-1), agitado vigorosamente e levado para o banho-maria em ebulição durante 20 min. A mistura 
foi resfriada, e centrifugada (3000 × g por 20 min ) e o sobrenadante foi recolhido para a 
determinação de proteínas segundo método de Lowry et al. (1951). Uma alíquota de 100 µL de 
amostra foi colocada em tubo de ensaio e foram adicionados 2,5 mL da alcalina (composta por 
1 L de NaOH (0,1 mol L-1) adicionada de 20 g de Na2CO3 e 1 g de KNaC4H4O6 . H2O nesta 
solução acrescentou-se 20 mL da solução 0,5 % de CuSO4.5H2O). Em seguida, as amostras 
foram mantidas em banho-maria a temperatura de 37 °C por 10 min. Logo após o resfriamento 
foram adicionados 300 µL da solução de Folin-Ciocalteu 1 N (Folin & Ciocalteu’s phenol 
reagent, Sigma®). As amostras permaneceram ao abrigo de luz por 30 min, a temperatura 
ambiente, e, em seguida, fez-se a leitura da absorbância a 750 nm em espectrofotômetro 
(Amersham Biosciences, Ultrospec 3100 Pro). A determinação de proteína foi realizada 
utilizando uma curva analítica (0,1 mg mL-1 a 1 mg mL-1) de albumina bovina (BSA).  
 
1.8 Carotenoides totais 
Uma amostra de sedimento celular foi coletada diariamente em tubo de 
microcentrífuga de 2 mL e centrifugada (10000 × g por 5 min). O sobrenadante foi descartado 
e no precipitado adicionaram-se 2 mL de etanol 95 %. As amostras foram armazenadas ao 
abrigo de luz por 12 h a temperatura de 4 °C. Depois desse período, a absorbância foi medida 
em espectrofotômetro (Amersham Biosciences, Ultrospec 3100 Pro) nos comprimentos de onda 
de 664 nm, 649 nm e 470 nm. Para determinação dos carotenoides totais foram aplicadas as 
Equações 3, 4 e 5 propostas por (LICHTENTHALER; BUSCHMANN, 2001). 
 
𝐶𝑎  =  13,36 × 𝐷𝑂665 𝑛𝑚 − 5,19 ×  𝐷𝑂649𝑛𝑚    (3) 
𝐶𝑏  =  27,43 ×  𝐷𝑂649 𝑛𝑚 − 8,12 ×  𝐷𝑂665𝑛𝑚     (4) 
 𝐶𝐶𝑡  
=
1000 ×  𝐷𝑂470 𝑛𝑚 − 2,13 × 𝐶𝑎 − 97,64 ×  𝐶𝑏 
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Ca = concentração de Clorofila a (mg L
-1) 
Cb = concentração de Clorofila b (mg L
-1) 
CCt = concentração de carotenoides totais (mg L
-1) 
Identificação e quantificação de carotenoides  
 
1.9 Identificação e quantificação de carotenoides 
Os carotenoides das amostras de biomassa liofilizada (20 mg), foram extraídos 
exaustivamente com acetato de etila (5 vezes) e metanol (4 vezes), centrifugadas (3000 × g por 
20 min). O sobrenadamente foi transferido para um balão de fundo redondo e seco em 
evaporador rotativo (T < 30 °C). O extrato seco foi transferido para uma mistura de éter de 
petróleo/éter dietílico (1:1), onde foi adicionado uma solução metanólica de KOH (10 %) para 
a saponificação por cerca de 16 h. O álcali foi removido por lavagem do extrato com água 
destilada, e o solvente foi evaporado num evaporador rotativo (T < 30 °C). O extrato seco foi 
armazenado a – 22 °C no escuro sob uma atmosfera de nitrogênio (MANDELLI et al., 2012). 
A extração de carotenoides foi realizada em duplicata. 
O extrato seco saponificado foi dissolvido em uma mistura de MeOH/MTBE (50:50, 
em volume). Os carotenoides foram separados em um HPLC (Modelo AD-20, Shimadzu, 
Kyoto, Japão) equipado com duas bombas de baixa pulsação (modelo LC-20AD), um 
degaseificador em linha conectado com um detector de arranjo de diodos (DAD) e conectado a 
um espectrômetro de massas (Bruker Daltonics, modelo Esquire 6000, Bremen, Alemanha).  
A separação no HPLC foi realizada utilizando uma coluna C30 YMC [5 μm, 250 mm 
× 4,6 mm (diâmetro interno)], utilizando como fase móvel um gradiente linear de uma mistura 
de metanol/MTBE a partir de 95:5 (em volume) a 70:30 (em volume) durante 30 min, seguido 
por uma proporção de 50:50 (em volume) durante 20 min, e mantendo esta proporção por 15 
min. A taxa de fluxo foi 0,9 mL min-1 com a temperatura da coluna ajustada para 29 °C (SILVA 
et al., 2014). 
Para a identificação dos carotenoides foram utilizados os seguintes parâmetros: ordem 
de eluição na C30, características espectrais UV-visível [max estrutura espectral fina (% III/II) 
e o pico de cis intensidade (%AB/AII)] e as características do espectro de massas em 
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comparação com os padrões analisados sob as mesmas condições e dados disponíveis na 
literatura (MANDELLI et al., 2012; SILVA et al., 2014). 
A quantificação dos carotenoides foi realizada pelo uso do sistema de HPLC (Waters 
série 2695, Wilmington, DE), equipado com um detector de arranjo de diodos (Waters 2998 
série dupla). Os carotenoides foram separados sobre uma coluna C30 YMC [5 μm, 250 mm × 
4,6 mm (diâmetro interno)] (Waters, Wilmington, DE) utilizando como fase móvel um 
gradiente linear de uma mistura de metanol/MTBE a partir de 95:5 (em volume) a 70:30 (em 
volume) durante 30 min, seguido por uma proporção de 50:50 (em volume) durante 20 min, e 
mantendo esta proporção por 15 min. A taxa de fluxo foi 0,9 mL min-1 com a temperatura da 
coluna ajustada para 29 °C (Rodrigues et al., 2014). Os carotenoides foram quantificados 
utilizando uma curva analítica de seis pontos (1, 3, 6, 10, 12 e 15 µg g-1) de all-trans-β-caroteno, 
apresentando um limite de detecção de 0,91 µg g-1 e limite de quantificação de 2,75 µg g-1. 
 
2. Métodos analíticos para capítulo 7 
 
2.1 Concentração de biomassa 
A concentração de biomassa na cultura foi estimada por medidas de absorbância a 
750 nm (ZHU et al., 2014) com espectrofotômetro (Helios Omega UV-VIS Spectrophotometer, 
Thermo Scientific, Horsham, England).  
Os valores de absorbância foram correlacionados com o peso seco das células através 
de curva de calibração previamente estabelecida. A concentração de biomassa seca foi 
verificada continuamente, 100 mL da cultura foi centrifugada por 10 min a 4000 rpm (Sigma 
Sartorius 4-15, Sartorius A.G., Germany) em seguida foi lavada com solução aquosa de 
bicarbonato de amônio 0,5 M e em seguida foi liofiliozada durante 24 h (LYOQUEST-55 
Telstar Technologies, S.L. Spain). 
 
2.2 Eficiência fotossintética 
A relação entre a fluorescência máxima variável (FV) e a fluorescência máxima (FM) 
da clorofila (FV/FM) representa o rendimento fotoquímico máximo do fotossistema II. Esta 
proporção é universalmente considerada como um indicador do estresse das células microalgas. 
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Os valores foram determinados utilizando um fluorímetro (AquaPen-C AP-C 100, Photon 
Systems Instruments, Czech Republic). 
 
2.3 Determinação de nitrato 
A concentração de nitrato foi determinada nas amostras de sobrenadante coletadas ao 
longo do cultivo pelo método descrito em (APHA, 2012). A quantidade de amostra 0,5 mL foi 
adicionada em um balão volumétrico em seguida adicionou-se 0,5 mL da solução de HCL 1 N 
e completou o volume com água destilada, diluições foram realizadas conforme necessidade. 
A leitura de densidade ótica em ultravioleta (220 e 275 nm) foi realizada em espectrofotômetro 
utilizando cubeta de quartzo. Para determinar o branco foi utilizado meio de cultura sem nitrato. 
Os resultados foram convertidos em teores de nitrogênio (N-NO3) (mg L
-1), utilizando-se curva 
de calibração determinada com nitrato (NO3
- padrão Sigma®). 
 
2.4 Determinação de fósforo 
 
A concentração de fosfato (P-PO4) foi determinada nas amostras de sobrenadante 
coletadas ao longo do cultivo pelo método descrito em Apha, (2012). A quantidade de amostra 
0,5 mL foi adicionada em um balão volumétrico, completou-se o volume com água destilada. 
Diluições foram realizadas conforme necessidade. Na amostra foram adicionados 0,75 mL de 
reativo A (4.5 mL da solução de molibidato de amônio, 20 mL de ácido sulfúrico e 0,5 mL da 
solução de antimônio e potássio) em seguida adicionou-se 0,75 mL da solução de ácido 
ascórbico. As amostras foram agitadas e armazenadas por 30 min sob proteção da luz. A leitura 
de densidade ótica (882 nm) foi realizada em espectrofotômetro. Para determinar o branco foi 
utilizado água meio de cultivo sem fosfato. Os resultados foram convertidos em teores de 
fósforo (P-PO4) (mg L
-1), utilizando-se curva de calibração determinada com fosfato (PO4- 
padrão Sigma®). 
 
2.5 Determinação de proteínas 
O método de Lowry (1951) foi utilizado para medir o conteúdo de proteína da 
biomassa pré-tratada. Para o pré-tratamento, alíquotas de 20 mg da biomassa liofilizada foram 
suspensas durante 20 minutos em 3 mL de tampão de lise em tubo Falcon para facilitar a 
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extração de proteínas (HURKMAN; TANAKA, 1986). Uma alíquota desta suspensão foi 
diluída com o tampão de lise de tal modo que a concentração de proteína na mistura diluída 
estava na faixa de 0 a 1000 mg L-1. Uma porção de 0,1 mL desta solução foi colocada em um 
tubo Eppendorf e 0,1 mL de solução de dodecilsulfato de sódio (SDS) foram adicionados 
(DULLEY; GRIEVE, 1975). A mistura resultante foi submetida agitada em vortex. O reagente 
C (1 mL) foi adicionado ao tubo Eppendorf. O tubo foi submetido agitado em vortex e depois 
de 10 min, 0,1 mL de reagente de Folin foi adicionado. Após 30 min a absorbância da amostra 
foi medida a um comprimento de onda de 750 nm  
O espectrofotômetro foi zerado usando um branco somente com os reagentes que 
foram preparados exatamente da mesma maneira que a amostra. Toda análise foi realizada no 
escuro. A absorbância espectrofotométrica foi convertida em concentração proteica usando uma 
curva de calibração estabelecida com BSA dissolvido em tampão de lise.  
 
2.6. Determinação de lipídeos 
O método de Kochert (1978) foi utilizado para medir o conteúdo de lipídeos totais na 
biomassa. A quantidade de 100 mg foi medida em um tubo de vidro com tampa, adicionou-se 
2 mL da solução de clorofórmio, metanol, (2:1) o tubo foi agitado em vortex e centrifugado a 
4500 rpm por 4 mim. O sobrenadante foi retirado com auxílio de uma pipeta Pasteur e colocado 
em outro tubo. O procedimento foi repetido até obter uma biomassa branca. No tubo contendo 
o sobrenadante foi adicionado 3 mL da solução de cloreto de magnésio e 0,3 mL da solução de 
HCL 0,1N, o conteúdo foi agitado em vortex e centrifugado a 4500 rpm por 4 mim. A parte 
inferior contendo o clorofórmio foi transferida para um novo tubo previamente seco e tarado. 
O tubo foi conectado a um sistema de injeção de nitrogênio e colocado em um termobloco a 45 
°C até peso constante. O teor de lipídios foi determinado gravimétricamente por diferença da 
massa residual pela massa do tubo vazio em razão da massa inicial da amostra. 
 
2.7 Determinação de carotenoides 
Foi realizado previamente a otimização da extração de carotenoides e saponificação e 
posterior caracterização e quantificação de carotenoides foi realizada segundo Cerón-Garcia et 
al., (2018). Os carotenoides foram extraídos da biomassa liofilizada (5 mg) previamente 
macerada com óxido de alumínio (5 mg), no total foram pesados 10 mg em tubos de vidro 
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Pyrex®. Para saponificação, adicionou-se 1 ml de solução tricomponente monofásica e agitou-
se em vórtex durante 30 s. A solução de três componentes foi composta por etanol: hexano: 
água na proporção de 76:18:6 v/v/v, contendo concentração de hidróxido de potássio (KOH) 
para cada teste (10, 20, 30 e 40%) (KOH / g biomassa seca) × 100). Neste ponto, cada tubo foi 
submerso em banho-maria com variação de temperatura para cada teste (25, 40, 60 e 80 °C), 
onde foi deixado por 2 min com agitação em vórtice a cada 30 s. Depois disso, o tubo foi 
retirado, agitado novamente durante 30 segundos e deixado a arrefecer durante 1 h à 
temperatura ambiente. Subsequentemente, foi centrifugado a 12.000 rpm durante 2 min (Mini 
Spin Plus, Eppendorf) e o sobrenadante foi transferido para um frasco pronto para análise por 
HPLC. 
Os carotenoides foram analisados por HPLC (Cromatógrafo de Alto Desempenho 
Líquido Shimadzu SPDM10AV) utilizando um detector de arranjo fotodiodo. A coluna 
utilizada foi LiChrospher© 100 RP-18 (5 μm) (4,6 × 150 mm) na qual a separação foi 
realizada. O volume de injeção de cada amostra foi de 20 μL. A fase móvel consistiu em: (A) 
água: metanol 1:4 v/v e (B) acetona: metanol 1:1 v/v. O gradiente das fases móveis foi de 25 % 
B 0–8 min, 75 % B 8–18 min, 90 % B 18–23 min, 100 % B 25–27 min e 25 % B 27-32 min. 
Os carotenoides foram eluídos a uma taxa de 1 ml/min e detectados por absorbância a 360-700 
nm; para ser preciso, a 440, 450 e 475 nm. Os carotenoides foram quantificados utilizando curva 
de análise dos padrões de luteína e betacaroteno fornecidos pela Sigma Chemical Co. (EUA) e 
de violaxantina e zeaxantina foram adquiridos da DHI Lab Products (Hørsholm, Dinamarca). 
Cada amostra foi analisada em duplicado. 
 
2.8 Determinação de ácidos graxos 
O método proposto por Rodríguez-Ruiz et al. (1998) foi utilizado para determinar os 
ácidos graxos na biomassa pré-tratada. O pré-tratamento consistem em macerar com auxílio do 
pistilo e gral 10 mg da amostra com 10 mg de óxido de alumínio 99.9 %. O conteúdo de total 
20 mg foi transferido para tubo com tampa. O hexano (1 mL) foi adicionado ao tubo juntamente 
com 50 µL do padrão (C19:0 Sigma®). A mistura resultante foi submetida agitação em vortex. 
O reagente (metanol/cloreto de acetilo, 100:5v/v) foi adicionado a cada tubo. O tubo foi 
aquecido a 95 °C por 1 h para a transmetilação, sendo agitado a cada 30 min. A mistura foi 
resfriada até à temperatura ambiente e 1 mL de água foi adicionado ao tubo. O tubo foi então 
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agitado e centrifugado a 3500 rpm por 5 min. Duas fases foram formadas: a superior (hexano) 
foi transferido para vial.  
O perfil de ácidos graxos foi determinado por cromatógrafo gasoso (Agilent 
Technologies modelo 6890N) equipado com um injetor automático, um detector de ionização 
de chama (FID) e uma coluna capilar de sílica fundida Supelco Omegawax 250 (30 m x 0,25 
mm x 0,25 mm). O gás nitrogênio foi utilizado a uma vazão de 58,1 mL min-1. As temperaturas 
do injetor e do detector foram fixadas em 250 e 260 °C, respectivamente. A temperatura do 
forno foi inicialmente ajustada a 150 °C durante 3 min, depois programada para aumentar para 
240 °C a uma taxa de 7,5 °C min-1, permanecendo a 240 °C durante 12 min. A identificação de 
cada ácido graxo encontrado foi realizada comparando o tempo de retenção com uma mistura 
padrão de ésteres metílicos de ácidos graxos (FAME-MIX 37 padrão Sigma®). A quantificação 
de ácidos graxos foi feita usando o ácido não-adecanóico (19:0) como padrão interno. As 
quantidades individuais dos ácidos graxos foram calculadas usando a equação (6):  
Á𝑐𝑖𝑑𝑜𝑠 𝑔𝑟𝑎𝑥𝑜𝑠 =
𝑀𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑑𝑜 𝑃𝑖 × á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑎 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
Á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑜  𝑃𝑖× 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑑𝑎 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
                                                        (6) 
Em que: 
Ácidos graxos = fração de lipídios totais (mg g-1) 
𝑃𝑖 = Padrão interno 
